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Diese Arbeit ist zum einen dadurch motiviert, dass physikalische Gesetze einen universellen
Charakter besitzen und deshalb auch fu¨r die Vorga¨nge des Lebens gu¨ltig sein sollten. Zum an-
deren ist sie von der Idee inspiriert, dass biologische Grenzschichten (z. B. (Zell-)Membranen∗),
die das Grundgeru¨st allen Lebens bilden, weit mehr sind als semipermeable Barrieren: Sie stel-
len ein unabha¨ngiges thermodynamisches System dar, das auf Sto¨rungen seiner Umgebung
mit statischen und dynamischen Zustandsa¨nderungen reagiert. Folglich ko¨nnen mit Hilfe des
zweiten Hauptsatzes der Thermodynamik experimentell falsifizierbare Vorhersagen u¨ber das
System und dessen Verhalten getroffen werden.
Indes ist bekannt, dass die Aktivita¨t von Enzymen entscheidend von a¨ußeren Parame-
tern, wie beispielsweise pH, Temperatur, Druck, Ionensta¨rke etc. abha¨ngt. Da ein Großteil
der Enzyme in der Natur aber nicht frei vorliegt, sondern in Membranen eingebettet ist,
stellt sich die Frage, welche Rolle die physikalischen Eigenschaften dieser Grenzfla¨chen fu¨r die
biochemischen Prozesse der Zelle und damit fu¨r das Leben selbst spielen.
Diese Frage wird in der vorliegenden Dissertation anhand von (Lipid-)Monolagen, welche
ein einfaches Membranmodell bilden, untersucht. Die auf einer Filmwaage durchgefu¨hrten
Experimente erlauben es, physikalische und chemische Parameter wie z. B. Temperatur, pH,
Ionenkonzentration etc. u¨ber einen weiten Bereich hinweg zu modifizieren und somit den
physikalischen Zustand der Lipidmonolage gezielt zu manipulieren. Die Experimente in dieser
Arbeit werden dabei in statische und dynamische Zustandsa¨nderungen unterteilt:
Im ersten Teil wird analysiert, wie sich quasi-statische Zustandsa¨nderungen von Grenz-
schichten auf die Aktivita¨t der Enzyme Katalase und Meerrettichperoxidase auswirken. Mit-
tels einer Monolage wird demonstriert, dass die katalytische Rate der Enzyme vom Zustand
des Systems abha¨ngt. Dabei ist das entscheidende Maß die Suszeptibilita¨t, d. h. unter dem
Gesichtspunkt der Mechanik nicht wie ha¨ufig angenommen der Druck, sondern die Kompressi-
bilita¨t κT . Gleichzeitig ist die Kompressibilita¨t an alle anderen Suszeptibilita¨ten des Systems,
wie beispielsweise die Wa¨rmekapazita¨t cp oder die elektrische Kapazita¨t CT , gekoppelt. Im
Phasenu¨bergang der Monolage wird sowohl die Umsatzgeschwindigkeit der Enzyme als auch
die Kompressibilita¨t der Grenzschicht maximal. Thermodynamisch gesehen bedeutet dies,
dass die katalytische Rate der Enzyme durch die Fluktuationen des Gesamtsystems reguliert
∗In dieser Arbeit werden aufgrund des weiteren Gu¨ltigkeitsbereichs meist die U¨berbegriffe Grenzschicht und
Grenzfla¨che fu¨r Membranen verwendet. So kann beispielsweise die Hydrathu¨lle eines Proteins ebenfalls als
Grenzschicht bezeichnet werden, nicht aber als Membran.
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wird. Diese Beobachtung ist invariant gegenu¨ber A¨nderungen von Lipid, pH, Temperatur und
Enzym und kann daher als allgemein angesehen werden.
Im zweiten Teil der Arbeit werden die dynamischen Eigenschaften von Lipidmonolagen
und deren Einfluss auf Enzyme analysiert. Dabei wird zum ersten Mal gezeigt, dass mit
einer lokalen pH-Erniedrigung propagierende akustische Pulse in Monoschichten erregt werden
ko¨nnen. Die Pulse breiten sich mit einer Geschwindigkeit von circa 1 m/s aus und modulieren
gleichzeitig alle Variablen der Grenzschicht. So sind die Pulse nicht rein mechanisch, sondern
vera¨ndern simultan das Oberfla¨chenpotential und den pH-Wert an der Grenzfla¨che. Weiterhin
wird mittels einer lokalen Temperatura¨nderung illustriert, dass prinzipiell jede Variable der
Grenzschicht zur Anregung von Pulsen verwendet werden kann.
Aufbauend auf diesen Erkenntnissen wird ein neues Modell der Zellkommunikation vor-
geschlagen, das auf der Erregung und Ausbreitung von akustischen Pulsen basiert. Anhand
der Enzyme Acetylcholinesterase und Phospholipase A2 wird nachgewiesen, dass die Pulse
die Funktion von Proteinen (hier die Katalyse) in der Grenzschicht signifikant beeinflussen
und somit fu¨r die Signaltransduktion in natu¨rlichen Systemen in Frage kommen.
Zusammenfassend stellen diese experimentellen Ergebnisse einen entscheidenden Schritt
bei der Integration der Biochemie in ein physikalisches Weltbild dar. Sie belegen, dass der
physikalische Zustand von Grenzschichten die Aktivita¨t von Enzymen statisch wie dynamisch
steuern kann. Zellkommunikation wird damit zu einer Folge des zweiten Hauptsatzes der
Thermodynamik, angewandt auf biologische Grenzschichten.
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1. Einleitung
Vor 75 000 Jahren bevo¨lkerten nur etwa 1000 bis 10 000 Menschen diese Erde. Vor 2000 Jahren
waren es bereits 300 Millionen und heute unglaubliche 7,5 Milliarden [1]. Wie kam es zu der
enormen Zunahme in dieser erdgeschichtlich gesehen extrem kurzen Zeitspanne? Anthropolo-
gen sehen den Hauptgrund dafu¨r in der einzigartigen Kooperationsfa¨higkeit unserer Spezies.
Kein anderes Lebewesen kann mit anna¨hernd einer solchen Zahl von Gruppenmitgliedern so
konstruktiv zusammenarbeiten wie wir es tun. Diese Fa¨higkeit wird uns erst durch die unver-
gleichliche Komplexita¨t unseres Gehirns ermo¨glicht. Scha¨tzungen zu Folge besteht es aus circa
1011 Nervenzellen, die u¨ber chemische Synapsen miteinander kommunizieren [2]. Jede Zelle
verfu¨gt dabei wiederum u¨ber Tausende von Verbindungen (Synapsen) zu ihren Nachbarzellen,
was die Kommunikationsmo¨glichkeiten auf etwa 1015 erho¨ht. Wu¨rde man alle Nervenzellen
eines Menschen hintereinander reihen, erga¨be sich eine Kette von den Alpen bis hin zur Nord-
bzw. Ostsee (siehe Abbildung 1.1a).
Das Gehirn bildet aber nur einen kleinen Teil unseres Ko¨rpers und tra¨gt somit auch nur
einen geringen Beitrag zur Gesamtzahl der Zellen bei. Hochrechnungen gehen von bis zu 1014
Zellen pro Mensch aus [3]. Jede Zelle stellt dabei physikalisch gesehen eine Grenzfla¨che dar. Ihr
Inneres ist durch Membranen in Kompartimente, wie beispielsweise Zellkern, Mitochondrien
oder Endoplasmatisches Retikulum, untergliedert. Ko¨nnten wir die gesamte Zellmembran
unseres Ko¨rpers ausbreiten, so ka¨men wir auf die unglaubliche Fla¨che von 100 km2, was in etwa
der Gro¨ße Augsburgs entspricht (siehe Abbildung 1.1b) [3]. Plakativ ausgedru¨ckt bedeutet
dies, dass wir eine riesige Ansammlung von Grenzschichten sind. Das wirft die Fragen auf,
wozu wir diese ungeheure Zahl an Oberfla¨chen brauchen und welche Rolle die Physik dafu¨r
spielt. Bisher lautet die teleologische Antwort nach dem Nutzen dieser Grenzschichten: fu¨r die
Trennung von Prozessen und Reaktionen. Es ist hinla¨nglich bekannt, dass (Zell-)Membranen
semipermeabel sind und somit nur bestimmte Moleku¨le diese Grenzschicht passieren ko¨nnen.
Folglich kann die Zelle gezielt steuern, welche Stoffe sie in welchem
”
Reaktionskompartiment“
beno¨tigt und gleichzeitig ein konstantes chemisches Milieu aufrechterhalten.
In dieser Arbeit mo¨chte ich zeigen, dass Membranen weit mehr sind als reine Barrie-
ren. Der erste Teil der Arbeit widmet sich den statischen, regulativen Eigenschaften dieser
Grenzschichten. Die Grundstruktur von Membranen wird durch eine Lipiddoppelschicht ge-
bildet. Darin sind Proteine eingebettet, die sehr sensitiv auf den Zustand ihrer Umgebung
reagieren. Es ist beispielsweise bekannt, dass je nach Phasenzustand der Grenzschicht sich die





Abbildung 1.1.: Veranschaulichung der immensen Zahl an menschlichen Zellen: (a) Ko¨nnte
man alle Nervenzellen eines Menschen hintereinander legen, so wu¨rde die
Kette vom a¨ußersten Su¨den Deutschlands bis hinauf zur Ost- bzw. Nord-
see reichen. (b) Ließen sich die Membranen aller Zellen des menschlichen
Ko¨rpers auffalten und nebeneinander positionieren, so wu¨rde dies eine
Fla¨che von der Gro¨ßenordnung Augsburgs ergeben.
von großem Interesse zu verstehen, wie und warum Grenzschichten Proteine beeinflussen.
Der zweite Teil der Arbeit betrifft die erstaunlicherweise noch kaum untersuchten dynami-
schen Eigenschaften von Grenzschichten. Grenzschichten bilden ein quasi-zweidimensionales,
thermodynamisches System und sollten deshalb, in Analogie zum Schall im Dreidimensio-
nalen, ebenfalls die Ausbreitung von Wellen ermo¨glichen. Dieser Effekt konnte in der Tat
bereits in Lipidmonolagen beobachtet werden [6, 7]. Doch obwohl die Pulse potenziell als
”
In-
formationstra¨ger“ u¨ber weit entfernte Bereiche von Membranen in Betracht kommen, ist deren
Anregung, Ausbreitung und Anbindung an die lokalen biochemischen Prozesse praktisch noch
unerforscht.
Wa¨hrend das Verhalten von Enzymen und Schall im Dreidimensionalen weitgehend be-
kannt und theoretisch beschrieben ist, steht dem, trotz hoher Relevanz fu¨r natu¨rliche Prozes-
se, eine große Wissenslu¨cke im Fall von zweidimensionalen biologischen Systemen gegenu¨ber.
Deshalb ist das u¨bergeordnete Ziel dieser Arbeit, den Einfluss der Physik, in der Form des
Grenzfla¨chenzustands und der akustischen Pulse, auf die biochemische Funktion von mem-
brangebundenen Enzymen zu untersuchen und mit einem thermodynamischen Ansatz zu
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erkla¨ren. Wie wir sehen werden, ermo¨glicht erst der
”
richtige“ Zustand der Grenzschicht bio-
chemische Vorga¨nge. Die Arbeit ist dabei wie folgt aufgebaut:
In Kapitel 2 werden zuna¨chst die biologischen, chemischen und physikalischen Grund-
lagen von Membranen diskutiert. Das Hauptaugenmerk liegt hierbei auf einer entropischen
Beschreibung von Grenzschichten, die als Ausgangspunkt fu¨r die spa¨tere Interpretation der
Versuchsergebnisse dienen wird. Abgesehen davon, werden dort die in der Arbeit verwendeten
Methoden vorgestellt.
Das dritte Kapitel ist der Zustandsabha¨ngigkeit zweier Enzyme gewidmet. Anhand der
Enzyme Katalase und Meerrettichperoxidase wird nachgewiesen, dass die Enzymaktivita¨t
direkt vom Phasenzustand der Grenzschicht abha¨ngt. Außerdem wird ein theoretisches Modell
vorgestellt, das einen mo¨glichen Erkla¨rungsansatz hierfu¨r bietet.
Kapitel 4 behandelt die dynamischen Eigenschaften der Grenzschichten. Mit Hilfe von lo-
kalen pH- bzw. Temperatura¨nderungen werden akustische Pulse in Lipidmonolagen ausgelo¨st.
Die Pulse vera¨ndern kurzzeitig die mechanischen, elektrischen und chemischen Eigenschaften
der Grenzschicht. Motiviert durch diese Ergebnisse wird abschließend ein neues Modell zur
Signaltransduktion vorgeschlagen und anhand der Enzyme Acetylcholinesterase und Phos-




Der Entdeckung der Zelle ging, wie so oft in der Menschheitsgeschichte, eine technologische
Erfindung voraus: das Mikroskop. Vermutlich wurde das erste Mikroskop Anfang des 17. Jahr-
hunderts von den Holla¨ndern Zacharias Janssen und seinem Vater Hans Janssen konstruiert.
Einige Jahrzehnte spa¨ter entwickelte Robert Hooke (1635–1703) ein eigenes Auflichtmikro-
skop, womit er verschiedene biologische Proben sorgfa¨ltig abzeichnete und beschrieb. Beim
Studium einer sehr fein geschnittenen Korkprobe fiel ihm auf, dass diese aus vielen kleinen
Poren bestand und eine Bienenwaben a¨hnliche Struktur besaß (siehe Abb. 2.1a) [8]. Diese
Assoziation veranlasste ihn dazu, den Poren ihren heute u¨blichen Namen zu verleihen - Zelle:
(a) Aufbau von Kork (b) Membranaufbau
Abbildung 2.1.: Grundlegende Arbeiten zum Zellaufbau: (a) Kupferstich aus der Microgra-
phia von Robert Hooke [8]. Beim Studium du¨nner Korkscheiben bemerkte
Hooke die Poro¨sita¨t der Probe und gab den einzelnen Poren den Namen
”
Zelle“. Sein vero¨ffentlichtes Buch mit den detailgetreuen Skizzen kleiner
Tiere und Pflanzen avancierte schnell zum Bestseller und verlieh der Mi-
kroskopie einen weltweiten Schub. (b) Das Flu¨ssig-Mosaik-Modell nach
Singer und Nicolson [9]: Die Lipide liegen als Doppelschicht vor und bilden
damit das strukturelle Ru¨ckgrat der Membran. Eingebettet sind zahlreiche
Proteine und Peptide, die entweder die gesamte Membran durchspannen,
an eine Schicht gebunden sind oder an der Oberfla¨che haften (aus [9]).
5
2. Biologische Membranen
“I took a good clear piece of Cork, and with a Pen-knife sharpen’d as keen as
a Razor, I cut a [...] exceeding thin piece of it, and placing it on a black object
plate, [...] I could exceeding plainly perceive it to be all perforated and porous,
much like a Honey-comb, but that the pores of it were not regular [..] these pores,
or cells [..] were indeed the first microscopical pores I ever saw, and perhaps, that
were ever seen.“
Was Hooke eigentlich beobachtet hatte, waren die Zellwa¨nde, nicht deren vollgepacktes Inne-
res. Die Zellwa¨nde trennen das Zellinnere (Zytoplasma) vom extrazellula¨ren Milieu. Durch die
selektiv permeable Membran ko¨nnen biochemische Vorga¨nge gezielt gesteuert werden. Die-
ser Effekt wird auch von den Organellen, wie zum Beispiel Zellkern, Mitochondrien, Golgi-
Apparat etc. ausgenutzt und ermo¨glicht so eine
”
Arbeitsteilung“ innerhalb der Zelle.
Physikalisch gesehen sind Membranen Grenzfla¨chen, die eine große Zahl an Wassermo-
leku¨len binden. Zusammen mit den freien Proteinen in der Zelle, die ebenfalls viel Wasser bin-
den, fu¨hrt dies dazu, dass nur ca. 20 % des gesamten Wassers innerhalb einer Zelle frei beweg-
lich ist [10]. Das Bewusstsein fu¨r die Existenz einer Plasmamembran entwickelte sich langsam
gegen Ende des 19. Jahrhunderts. Ernest Overton untersuchte damals die Permeabilita¨t von
Zellen bezu¨glich verschiedener Stoffe. Seine Erkenntnis, dass die Durchla¨ssigkeit der Zelle fu¨r
bestimmte Moleku¨le stark mit deren O¨l/Wasser-Partitionskoeffizienten korreliert (d. h. deren
Lo¨slichkeit), wird heute auch als Overton’sche Regel bezeichnet. Diese Experimente fu¨hrten







ausgewa¨hlten Lo¨slichkeit‘ zuru¨ckzufu¨hren sind“ [11].
Damit war die Hypothese, dass die Grenzschichten aus Lipiden aufgebaut sein ko¨nnten, gebo-
ren. Bis zu den na¨chsten Beitra¨gen zur Membrantheorie dauerte es u¨berraschend lange. 1925
gelang es Gorter und Grendel die Lipide eines roten Blutko¨rperchens zu extrahieren und diese
als Monolage auf der Wasseroberfla¨che einer Filmwaage zu spreiten. Glu¨cklicherweise lo¨schten
sich bei ihrer Kalkulation mehrere experimentelle Fehler gegenseitig aus und sie ermittelten
erfolgreich den Faktor zwei zwischen der Oberfla¨che der Monolage und der Oberfla¨che der
Zelle [12]. Ab diesem Zeitpunkt war somit klar, dass die Membran aus einer Doppelschicht
von Lipiden aufgebaut sein musste. Ebenfalls auf Filmwaagenexperimente zuru¨ckzufu¨hren ist
die Hypothese, dass Proteine Teil der Grenzschicht sein ko¨nnten [13].
Den na¨chsten großen Fortschritt brachte wiederum eine technische Neuerung: die Elek-
tronenmikroskopie. Die nachfolgend mo¨gliche starke Vergro¨ßerung von biologischen Proben
fu¨hrte zur Einsicht, dass die Grenzschicht der Organellen analog zur Zellwand aufgebaut
sein musste. All diese Ergebnisse mu¨ndeten schließlich in dem 1972 vorgeschlagenen
”
Flu¨ssig-
Mosaik-Modell“ von Singer und Nicolson (siehe Abb. 2.1b) [9]. Die grundsa¨tzliche Struktur der
Membran wird dabei von einer heterogenen Lipiddoppelschicht gebildet, in der zahlreiche Pro-
teine, wie beispielsweise Rezeptorproteine oder Enzyme, verankert sind. Die Lipide befinden
sich in einem fluiden (flu¨ssigen) Zustand, wodurch sie, wie auch die Proteine, frei diffundieren
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2.1. Lipide
ko¨nnen. Diese letzte Annahme muss inzwischen teilweise revidiert werden. Die freie Diffusion
ist meist nur im Nanometerbereich mo¨glich, da die Membranoberfla¨chen stark segmentiert
sind [14]. Dies ist unter anderem auf die Phasenseparation der Lipide, die Agglomeration
von Proteinen sowie Verbindungen der Membran mit dem Zytoskelett zuru¨ckzufu¨hren. Diese
kleinen funktionellen Einheiten auf der Membran sind in der Literatur als
”
Mikrodoma¨nen“
bekannt und Bestand aktueller Forschung [15]. Im na¨chsten Abschnitt werden die einzelnen
Bestandteile der Membran etwas genauer behandelt.
2.1. Lipide
2.1.1. Der chemische Aufbau
Lipide bilden meist den gro¨ßten Anteil der Membran. Lipide sind amphiphile Moleku¨le, d. h.
sie besitzen einen hydrophoben (wasserabweisenden) und einen hydrophilen (wasseranziehen-
den) Teil. (Glycero-)Phospholipide sind dabei mit Abstand die am ha¨ufigsten vorkommende
Gruppe und bilden beispielsweise mit u¨ber 70 % den Hauptbestandteil von Mitochondrien
[16]. Weitere wichtige Lipidgruppen sind Sphingolipide, Ganglioside und Cholesterol. Trotz
unterschiedlichem chemischen Aufbau besitzen sie sehr a¨hnliche physikalische Eigenschaften
wie die Phospholipide. Da fu¨r die Experimente in dieser Arbeit nur Phospholipide verwen-
det wurden, mo¨chten wir diese etwas genauer diskutieren: Die Phospholipide bestehen aus
zwei Kohlenwasserstoffketten, die mit einem Glycerin verestert sind (siehe Abb. 2.2). Die
Fettsa¨ureketten ko¨nnen unterschiedlich lang sein und ungesa¨ttigte Doppelbindungen enthal-
ten. Ungesa¨ttigte Doppelbindungen fu¨hren zu einem Knick in den Ketten und beeinflussen
damit direkt die Fluidita¨t der Membran. Die dritte Esterbindung des Glycerins besteht mit
einer Phosphatgruppe, die verschiedene polare Substituenten tragen kann und den Lipiden
ihren Namen gibt: Phosphatidylcholin (PC), Phosphatidylethanolamin (PE), Phosphatidyli-
nositol (PI), Phosphatidylserin (PS) und Phosphatidylglycerol (PG). In den im Rahmen dieser
Doktorarbeit durchgefu¨hrten Experimenten wurden vor allem PS und PG verwendet (siehe
Abb. 2.2). Die Kopfgruppen besitzen oft protonierbare Gruppen, die je nach lokalem pH-Wert
entweder ungeladen (zwitterionisch) oder negativ geladen sind. Beim physiologischen pH-Wert
von 7,4 liegen PC und PE zwitterionisch vor, wa¨hrend PI, PS und PG eine negative Ladung
tragen [17]. Die vielfa¨ltigen strukturellen Kombinationsmo¨glichkeiten der Lipide fu¨hren dazu,
dass biologische Membranen meist aus Hunderten von verschiedenen Lipiden bestehen [18].
Der Grund hierfu¨r ist bisher noch nicht vollsta¨ndig verstanden, auch wenn Einiges auf die
Bildung der bereits angesprochenen Mikrodoma¨nen hindeutet und damit der Funktionalisie-
rung der Membranen durch Phasenseparation dienen ko¨nnte. Die asymmetrische Verteilung












Abbildung 2.2.: Typischer Aufbau von Phospholipiden anhand der Lipide DPPS und
DPPG: Die Glyceringruppe bildet das strukturelle Ru¨ckgrat der Lipide.
U¨ber Esterbindungen sind daran zwei hydrophobe Kohlenstoffwasserstoff-
ketten und eine Phosphatgruppe gebunden. Diese bindet wiederum ha¨ufig
eine sogenannte Kopfgruppe und bestimmt damit die hydrophilen Eigen-
schaften des Lipids. Die sogenannte Amphiphilie fu¨hrt dazu, dass Lipide
im Wasser aggregieren und stabile Strukturen bilden.
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2.1.2. Die physikalischen Phasenzusta¨nde
Die Lipide ko¨nnen ganz a¨hnlich wie H2O verschiedene Phasenzusta¨nde einnehmen. Im Falle
von H2O wa¨ren dies Eis, Wasser und Wasserdampf. Bei Lipiden wird der Zustand großenteils
durch die Kettenordnung bestimmt (siehe Abb. 2.3):
• Bei sehr niedrigen Temperaturen liegen alle Lipide in der kristallinen Phase (LC) vor.
Diese Phase zeigt kurz- und langreichweitige Wechselwirkungen in drei Dimensionen,
wodurch sie als Kristall beschrieben werden kann. Die Lipide liegen in diesem Fall als
hexagonales Gitter vor. Die Fettsa¨urereste stehen quasi senkrecht zur Grenzschicht und
befinden sich in der sogenannten trans-Konformation.∗
• Bei ho¨heren Temperaturen gehen die Lipide in die Gel-Phase (Lβ′) u¨ber. Die Ket-
ten sind leicht geneigt zur Membranoberfla¨che (ca. 30◦), befinden sich aber weiterhin
in der trans-Konformation. Die Ko¨pfe verbleiben ebenfalls in einer zweidimensionalen
hexagonalen Packung.
• In der Fluiden-Phase (Lα) wird die gauche-Konformation aufgrund der Entartung
gegenu¨ber der trans-Konformation immer wahrscheinlicher. Folglich wechselt die Kon-
formation der Ketten sta¨ndig zwischen diesen Zusta¨nden hin und her. Die Lipide nehmen
dadurch eine gro¨ßere Fla¨che ein als zuvor (typische Fla¨chenzunahme ∼ 15–30 %) und
die u¨bergeordnete Gitterstruktur geht verloren.
Der Hauptu¨bergang zwischen Gel- und Fluider-Phase a¨hnelt einem Phasenu¨bergang erster
Ordnung, da es hier zu einem Entropiesprung 4S kommt. Bei konstantem Druck muss eine
latente Umwandlungswa¨rme 4Q aufgewendet werden, um das System vom einen in den
anderen Zustand zu u¨berfu¨hren. Dies ist wiederum vergleichbar mit dem Schmelzvorgang
von Eis zu Wasser:
4Q = Tm4S (2.1)
Die U¨bergangstemperatur Tm eines Lipids ha¨ngt hauptsa¨chlich von seiner Kettenla¨nge und
der Anzahl der Kohlenstoffdoppelbindungen ab. Tm steigt mit zunehmender Kettenla¨nge an,
wa¨hrend ungesa¨ttigte Bindungen Tm stark erniedrigen. Allgemein ist Tm aber eine Funk-
tion aller thermodynamischer Gro¨ßen, wie z. B. Salzkonzentration, Druck, pH etc. Daher
u¨berrascht es auch nicht, dass neben den drei vorgestellten Phasen, je nach Lipid und Hy-
dratation, noch eine Unzahl weiterer Phasen existiert [18]. In der Natur befinden sich die
Membranen vorrangig in der Fluiden-Phase, wenige ◦Celsius oberhalb von Tm. Dies scheint
fu¨r viele Lebewesen extrem wichtig zu sein, da sie einen großen adaptiven Aufwand betreiben,
∗Die Lipidketten ko¨nnen durch Rotationen in den C-C Bindungen verschiedene Konformationen annehmen. In
der trans-Konformation besitzen die Kohlenstoffatome den gro¨ßten ra¨umlichen Abstand zueinander (Zigg-
Zagg-Konformation) und liegen damit im energetisch niedrigsten Zustand vor. Bei ho¨heren Temperaturen
ko¨nnen die Kohlenstoffatome in zwei gauche-Konformationen u¨bergehen. Diese liegen zwar energetisch auf
einem ho¨herem Niveau, sind aber dafu¨r durch die gro¨ßere Bewegungsfreiheit entropisch favorisiert.
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LC Lβ‘ Lα 
ΔT ΔT
Abbildung 2.3.: Wichtige Phasenzusta¨nde von Lipiddoppelschichten: Bei sehr niedrigen
Temperaturen besitzt der Phasenzustand der Lipide A¨hnlichkeiten mit
dem eines Kristalls (LC). Bei einer Temperaturerho¨hung gehen die Lipide
in die Gel-Phase u¨ber (Lβ′). Die Ketten sind leicht geneigt zur Membran-
oberfla¨che, doch die strukturelle hexagonale Grundordnung bleibt beste-
hen. Bei einer weiteren Erho¨hung der Temperatur liegen die Lipide in der
Fluiden-Phase (Lα) vor. Diese besitzt keine hexagonale Ordnung mehr und
die Ketten sind frei beweglich. Der Phasenu¨bergang zwischen der Lβ′- und
der Lα-Phase wird auch Hauptu¨bergang genannt (adaptiert aus [14]).
um in neuen Umgebungen schnell wieder in diesen Zustand zu gelangen. Das wird typischer-
weise durch eine A¨nderung der Lipidzusammensetzung der Membran erreicht. Ein prominen-
tes Beispiel hierfu¨r sind E-Coli Bakterien, die je nach Wachstumstemperatur ihren Anteil
an ungesa¨ttigten Lipiden variieren und somit ihren Phasenzustand kontrollieren [19]. Dieses
Pha¨nomen konnte aber auch bereits in vielen anderen Lebewesen, wie etwa beim Goldfisch
oder sogar bei menschlichen Zellen, beobachtet werden [20, 21, 22, 23, 24].
2.2. Proteine und Peptide
Neben den Lipiden stellen Proteine und Peptide einen weiteren wichtigen Bestandteil von
(Zell-)Membranen dar. Im Menschen sind sie aus 21 verschiedenen Aminosa¨uren aufgebaut.
Davon sind acht essenzielle Aminosa¨uren, was bedeutet, dass wir diese nicht selbst herstel-
len ko¨nnen, sondern u¨ber die Nahrung zu uns fu¨hren mu¨ssen [10]. Im Ko¨rper werden die
Aminosa¨uren zu funktionellen Einheiten verknu¨pft. Ab einer La¨nge von ca. 100 Aminosa¨uren
spricht man u¨blicherweise von Proteinen, wa¨hrend wir ku¨rzere Sequenzen als Peptide be-
zeichnen. Es ist absolut erstaunlich, zu was diese sehr wenigen Bausteine fa¨hig sind. Je nach
sequenzieller Anordnung fu¨hren sie zu unterschiedlichen ra¨umlichen Gebilden mit einer riesi-
gen Anzahl verschiedener Funktionen: Proteine ko¨nnen als Rezeptoren Signalstoffe erkennen,
fu¨r Ionen- und Stoffaustausch zwischen den beiden Membranseiten sorgen, Wachstum und Dif-
ferenzierung kontrollieren, Bewegung hervorrufen und chemische Reaktionen als Katalysator
beschleunigen [10]. Die Funktion der Proteine wird meist durch deren Struktur (Konformati-
on) erkla¨rt. Deshalb werden große Anstrengungen unternommen, um deren molekularen Auf-
bau herauszufinden. Die erste hochauflo¨sende Strukturaufkla¨rung gelang David Philipps und
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Abbildung 2.4.: Schematische Struktur von Lysozym: 1965 konnte erstmals durch Ro¨ntgen-
streuung ein hochauflo¨sendes Bild einer Proteins gewonnen werden. Das
untersuchte Enzym Lysozym gewannen Philipps und seine Kollegen aus
Eiklar. Dort dient es der Abwehr von Bakterien (aus [25]).
seinen Kollegen 1965 [25]. Mittels Ro¨ntgenuntersuchungen konnten sie die Struktur von Lyso-
zym vollsta¨ndig entschlu¨sseln (siehe Abb. 2.4). Seit diesem Zeitpunkt werden durch fortschrei-
tende technologische Entwicklungen und neue biochemische Verfahren immer mehr Proteine
strukturell aufgekla¨rt. Die Konformation, in der die Proteine ihre physiologische Funktion
wahrnehmen, wird nativ genannt. Dabei nimmt das Protein den Zustand mit der geringsten
freien Energie ein [10]. Allerdings darf man sich Proteine nicht als starr vorstellen. Durch
die enorme Gro¨ße der Proteine, die aus bis zu 27 000 Aminosa¨uren aufgebaut sein ko¨nnen,
besitzen sie eine unu¨berschaubare Zahl an (ra¨umlichen) Freiheitsgraden [10]. Folglich ist der
Phasenraum aus einer Unzahl energetisch a¨hnlich stabiler Zusta¨nde aufgebaut. Proteine sind
also vielmehr hochdynamische Strukturen, die zeitlich betrachtet thermodynamische Fluk-
tuationen u¨ber mehrere Gro¨ßenordnungen hinweg zeigen [26]. Das Gesamtvolumen variiert
dabei nur im geringen Maße ( δVV ≈ 0,3 %), jedoch ko¨nnen einzelne Teilbereiche des Proteins
im zweistelligen Prozentbereich fluktuieren [27, 28, 29]. Noch ausgepra¨gter sind die Fluktua-
tionen der inneren Energie eines Proteins. Diese liegen nur knapp unterhalb der Energie, die
no¨tig ist, um das Enzym zu denaturieren [30, 31].
Thermodynamische Fluktuationen sind unvermeidbar und daher stellt sich die Frage, ob
die Natur nicht vielleicht einen Weg gefunden hat, um aus diesem
”
sto¨renden Rauschen“
Profit zu ziehen. Um dieser Frage nachgehen zu ko¨nnen, werden im na¨chsten Abschnitt die
grundlegenden thermodynamischen Relationen fu¨r Grenzfla¨chen behandelt.
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2.3. Thermodynamik von Grenzschichten
Die Thermodynamik (Wa¨rmelehre) stellt ein wichtiges Teilgebiet der klassischen Physik dar.
Sie ist besonders nu¨tzlich bei der Beschreibung von Vielteilchensystemen, auch Ensembles
genannt. Mit ihr lassen sich Aussagen u¨ber die physikalischen Eigenschaften eines Systems
ableiten, ganz ohne die Notwendigkeit eines molekularen Modells. Der erste Hauptsatz der
Thermodynamik beinhaltet die Energieerhaltung eines Systems:
dU = δQ+ δW = δQ− pi dA+ ψ dq +
∑
i
µi dNi + ... (2.2)
Die A¨nderung der inneren Energie U ist gleich der A¨nderung von Wa¨rme Q und Arbeit
W . Die Art der verrichteten Arbeit ha¨ngt dabei vom System ab. In den spa¨ter behandelten
Experimenten handelt es sich meist um Fla¨chenarbeit −pi dA (pi ≡ Lateraldruck, A ≡ Fla¨che),
Ladungsarbeit ψ dq (ψ ≡ Oberfla¨chenpotential, q ≡ Ladung) oder um die teilchenabha¨ngige
chemische Arbeit µi dNi (µ ≡ chemisches Potential, N ≡ Teilchenzahl). Die innere Energie ist
eine Zustandsfunktion. Das heißt, das Differenzial dU ist wegunabha¨ngig und ha¨ngt folglich
nicht von seiner Vorgeschichte ab.
Einstein war u¨berzeugt, dass die Thermodynamik die einzige physikalische Theorie ist, die
nie an Gu¨ltigkeit verlieren wird [32]. So verwundert es auch nicht, dass viele seiner bahnbre-
chenden Arbeiten von einer thermodynamischen Beschreibung eines bestimmten Systems aus-
gingen. Beispielsweise erkannte er 1901 in seiner allerersten Publikation, dass der Oberfla¨che
eines Wassertropfens
”
eine eigene specifische Wa¨rme“ zugeordnet werden muss [33]. Folglich
besitzt jede Grenzschicht, also unter anderem auch jede Membran, eine Eigenentropie und
kann als thermodynamisch unabha¨ngiges System betrachtet werden [34]. Rudolf Clausius de-
finierte 1865 als Erster den Entropiebegriff. Den Startpunkt seiner U¨berlegung bildete ein re-
versibler Kreisprozess. Bei reversiblen Prozessen mu¨ssen sich am Ende alle Wa¨rmea¨nderungen
aufheben (
∮





Aus dieser Definition folgt direkt, dass die Entropie bei adiabatischen Prozessen (δQ = 0)
erhalten bleibt (≡ isentropische Prozesse). Das Entropiepotential S wird durch seine ther-
modynamischen Variablen ni vollsta¨ndig beschrieben und kann an einem Punkt durch eine
Taylorreihenentwicklung gena¨hert werden:













· δniδnj + ... (2.4)
Die ersten Ableitungen ∂S∂ni entsprechen den thermodynamischen Kra¨ften und treiben das
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entsprechen den thermodynamischen Fluktuationen des Systems
(z. B. Volumen-, Fla¨chen- oder Ladungsfluktuationen). Neben dieser pha¨nomenologischen
Einfu¨hrung der Entropie leitete Boltzmann 12 Jahre nach Clausius eine a¨quivalente stati-
stische Definition der Entropie ab [35]:
S = −kB · lnP (2.5)
kB entspricht der Boltzmann-Konstante (1,38 ·10−23 J/K) und P der Zahl der Realisie-
rungsmo¨glichkeiten des derzeitigen Mikrozustandes oder anders ausgedru¨ckt dessen Wahr-
scheinlichkeit. Um die Entropie eines Systems zu berechnen, mu¨sste man laut Einstein
”
ei-
ne vollsta¨ndige molekular-mechanische [...] Theorie“ besitzen [36]. Deshalb erschien ihm die
Gleichung in dieser Form
”
vom pha¨nomenologischen Standpunkt aus betrachtet inhaltslos.“
Er schla¨gt stattdessen vor umgekehrt vorzugehen – aus den thermischen Eigenschaften des
Systems die zugeho¨rigen Entropiewerte zu berechnen und daraus mit Hilfe der Boltzmann-
Gleichung (Gleichung 2.5) die Wahrscheinlichkeitsverteilung des derzeitigen Zustands zu be-
stimmen [37]. Die Verbindung zwischen den thermodynamischen Eigenschaften des Systems
und dem Entropiepotential wird deutlich, indem man die Wahrscheinlichkeitsverteilung einer
Observable ni im Gleichgewicht betrachtet. Fu¨r die Herleitung folgen wir weitgehend der Ar-
beit von Landau und Lifshitz [38]. Die Wahrscheinlichkeit, dass die Observable ni zwischen
ni und ni + dni liegt, ist gegeben durch:






Mit Hilfe der Taylorentwicklung aus Gleichung 2.4, β = − 1kB ∂
2S
∂n2i
, der Randbedingung∫ +∞
−∞ P (ni) dni = 1, sowie der Annahme, dass sich das System im Gleichgewicht befindet
(∂S/∂ni = 0 ⇒ S(ni) = S(0)− 12βn2i ), erha¨lt man:












Die Wahrscheinlichkeit der verschiedenen Mikrozusta¨nde der Observable ni ist also Gauß-















Dadurch stellt sich die Wahrscheinlichkeitsverteilung der Observable ni im Gleichgewicht wie
folgt dar:
P (ni) dni =
√
1










ni wird im Laufe der Zeit alle Werte annehmen, die durch diese Wahrscheinlichkeitsvertei-






Observablen groß, entspricht dies einer breiten Gauß-Verteilung und damit einem schwach
gekru¨mmten Entropiepotential (vgl. Gleichung 2.8). Umgekehrt entsprechen kleine Fluktua-
tionen einem stark gekru¨mmten Entropiepotential und demzufolge einer sehr schmalen Wahr-
scheinlichkeitsverteilung. Betrachtet man mehr als eine Observable folgt analog fu¨r die gekop-













Die zweite Ableitung der Entropie wird auch als Suszeptibilita¨t bezeichnet und ist das Binde-
glied zu den experimentell bestimmbaren Gro¨ßen. Nj sind die zu nj konjugierten intensiven
Gro¨ßen, wie zum Beispiel: 1T bzgl. H,
pi
T bzgl. A und − µT bzgl. q. Fu¨r die mittleren Fluktua-


































































Die dabei verwendeten thermodynamischen Messgro¨ßen sind wie folgt definiert:




























Die Fluktuationen des Entropiepotentials in der Fla¨che A, der Enthalpie H und der Ladung
q sind somit proportional zur isothermen Kompressibilita¨t κT , zur Wa¨rmekapazita¨t cpi und
zur elektrische Kapazita¨t CT . Die gekoppelten Fla¨chen- und Enthalpiefluktuationen sind der
Ursprung des Wa¨rmeausdehnungskoeffizienten αpi. κT und αpi ko¨nnen beispielsweise mit der
Filmwaagentechnik gemessen werden (siehe Abschnitt 2.5). cpi kann kalorimetrisch und CT
mittels eines Oberfla¨chenpotentiometers bestimmt werden. Je nachdem welche Parameter
konstant gehalten werden, ergeben sich immer neue Identita¨ten fu¨r die Fluktuationen. Lassen















































Abbildung 2.5.: Schematische Wa¨rmekapazita¨tskurve eines Proteins: Je nach Temperatur
vera¨ndert sich die Wa¨rmekapazita¨t eines Proteins deutlich. Bei einer kri-
tischen Temperatur TC nimmt sie ein Maximum an. Dies ist auf ein ex-
trem weites Entropiepotential und damit auf große Enthalpiefluktuationen
des Proteins zuru¨ckzufu¨hren. In den anderen Temperaturbereichen ist das
Entropiepotential deutlich schmaler. Folglich steht dem Protein hier eine
wesentlich geringere Anzahl an Mikrozusta¨nden zur Verfu¨gung, die es mit
hoher Wahrscheinlichkeit annehmen kann.
Im Falle einer Drucka¨nderung bei konstanter Fla¨che und Temperatur sind die Ladungsfluk-
tuationen somit proportional zur Kompressibilita¨t und damit zu den mechanischen Eigen-
schaften der Grenzschicht [39]. Wie wir spa¨ter sehen werden, ist dieser Zusammenhang kein
Zufall, sondern die Suszeptibilita¨ten korrelieren alle miteinander.
Zur Veranschaulichung des Zusammenhangs zwischen den Messgro¨ßen und dem Entro-
piepotential, ist in Abbildung 2.5 eine schematische Wa¨rmekapazita¨tskurve eines Proteins
dargestellt. Die Entropiepotentiale unterscheiden sich je nach Zustand deutlich voneinan-
der. Um ein besseres Gefu¨hl fu¨r die typischen Gro¨ßenordnungen von Proteinfluktuationen zu
bekommen, berechnen wir diese nun anhand experimenteller Daten. Dabei halten wir uns
großenteils an die Abscha¨tzungen von Alan Cooper [30, 31, 40]. Proteine besitzen außer-
halb ihres Phasenu¨bergangs, der als Denaturierungsu¨bergang bezeichnet wird, eine mittlere
Wa¨rmekapazita¨t von ca. 0,3 cal/K/g [41]. Nach Gleichung 2.12 bedeutet dies fu¨r ein Prote-
in mit einem Gewicht von 25 kDa durchschnittliche Enthalpiefluktuationen (
√〈(δH)2〉) von
6 ·10−20 Kalorie/Moleku¨l oder fast 40 kcal/mol. Diese Enthalpiefluktuationen machen nur we-
nige Prozent der Gesamtenergie des Proteins aus (∼ 103 kcal/mol), trotzdem liegen sie damit
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nur knapp unterhalb der thermischen Energie, die zur Denaturierung von Proteinen ausreicht
(40 − 200 kcal/mol) [31]. Zudem befinden sie sich im Bereich typischer Aktivierungsenergi-
en, wie sie bei enzymatisch katalysierten Reaktionen auftreten [5, 42, 43]. Auf diesen Punkt
werden wir in Kapitel 3 noch einmal zuru¨ckkommen.
Nun zuru¨ck zu Einsteins Idee: Durch die Messung der thermodynamischen Gro¨ßen (κT ,
cpi, CT ...) kann man auf das systembeschreibende Entropiepotential zuru¨ckschließen und die
Wahrscheinlichkeitsverteilung des derzeitigen Zustands berechnen. Aus den Gleichungen 2.11
– 2.14 folgt, dass der Ursprung der experimentellen Messgro¨ßen auf die Fluktuationen der Ob-
servablen zuru¨ckgeht. Starke Fluktuationen bedingen damit große Messgro¨ßen. Beispielsweise




zu einer große Ableitung in ∂A∂pi (vgl.
Gleichung 2.11) und damit zu einem großen Wert fu¨r κT . Die Wahrscheinlichkeitsverteilung
der Moleku¨lfla¨che entspricht somit einer sehr breiten Gauß-Verteilung (vgl. Gleichung 2.9).
Daraus ergibt sich die Frage, wodurch die Fluktuationen eines Systems bestimmt sind.
Aus theoretischer Sicht ist hierfu¨r der physikalische Zustand des Systems verantwortlich.
Besonders interessante Bereiche stellen Phasenu¨berga¨nge dar. Bei einem Phasenu¨bergang er-
ster Ordnung tritt bei einer bestimmten Temperatur eine latente Wa¨rme ∆Q auf. Diese ist mit
einer divergierenden Wa¨rmekapazita¨t verbunden und folglich mit unendlich großen Fluktua-
tionen des Systems. In reellen Systemen erstreckt sich der Phasenu¨bergang jedoch immer u¨ber
einen bestimmten (Temperatur-)Bereich und erfolgt nicht instantan. Die Fluktuationen im Sy-
stem nehmen wa¨hrenddessen deutlich zu und es kommt zu einer U¨berschusswa¨rmekapazita¨t
∆c. Bei Phasenu¨berga¨ngen zweiter Ordnung tritt ein Sprung in der Wa¨rmekapazita¨t auf,
was ebenfalls eine Zunahme der Fluktuationen nach sich zieht. Aus der Pha¨nomenologie von
Phasenu¨berga¨ngen erster Ordnung ko¨nnen noch weitere Folgerungen abgeleitet werden: So
verhalten sich die ersten Ableitungen der Observablen im Phasenu¨bergang der Membran
(z. B. ∂A∂pi oder
∂q
∂ψ ) alle weitgehend linear bei Temperatura¨nderungen [44]. Dadurch kann
nachgewiesen werden, dass die A¨nderungen der Messgro¨ßen in diesem Bereich proportional
zueinander sind [44]:
∆κT ∝ ∆cpi ∝ ∆CT ∝ ∆αpi (2.17)
Die Suszeptibilita¨ten korrelieren also im Phasenu¨bergang miteinander. A¨ndert sich eine dieser
Gro¨ßen, a¨ndern sich alle anderen unweigerlich mit. Die Proportionalita¨tsfaktoren zwischen den
Messgro¨ßen lassen sich experimentell ermitteln. Das kann ausgenutzt werden, um schwierig
zu bestimmende Gro¨ßen, wie z. B. cpi, aus leichter zuga¨nglichen Gro¨ßen, wie beispielsweise
κT , abzuscha¨tzen [44, 45].
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2.4. Elektrostatik von Grenzfla¨chen
Wie bereits angesprochen, besitzen alle Lipide entweder eine zwitterionische oder eine negativ
geladene Kopfgruppe. Neben den Lipiden tragen meist auch Proteine zur Oberfla¨chenladung
der Membran bei. Die Ableitung der elektrostatischen Relationen wollen wir im Folgenden
anhand des Beispiels einer reinen Lipidgrenzfla¨che diskutieren, auch wenn die meisten Ergeb-
nisse fu¨r alle geladenen Fla¨chen gelten.
Die Grenzfla¨chenladung fu¨hrt in Salzlo¨sungen dazu, dass sich lokal an der Membran Ionen
ansammeln und das von den Lipiden (und Proteinen) erzeugte elektrische Feld weitgehend




ε0 entspricht der Vakuum-Permittivita¨t (8,85 ·10−12 AsV−1m−1) und ε der relativen Permit-
tivita¨t (≈ 80 fu¨r Wasser). Sofern die genaue Ladungsverteilung bekannt ist, kann folglich der
Potentialverlauf bestimmt werden. Die Ionen sind frei beweglich und ordnen sich anhand der
Boltzmann-Ladungsverteilung an der Membran aus. Die Konzentration des i-ten Ions ci im














Wi = zieψ entspricht dabei der Arbeit, die beno¨tigt wird um das Ion i mit der Valenz
(Ladungszahl) zi bis zu einem bestimmten Potentialwert an die Membran heranzubringen.
e entspricht der Elektronenladung (1,60 ·10−19 C) und c0i der Ionenkonzentration im Bulk.
Da Protonen ebenfalls dieser Gleichung gehorchen, folgt unmittelbar, dass der pH an einer
Grenzfla¨che mit negativem Potential geringer sein muss als im Bulk. Dieser Effekt ist auch
fu¨r Membranen von Bedeutung. In biologischen Systemen summiert sich der pH-Unterschied
zwischen Grenzschicht und Bulk auf: ∆pH ≈ 1–3 [10].
Im Gleichgewicht stellt sich u¨berall an der Membran der selbe Potentialverlauf ein. Daher
kann die Betrachtung der Poisson-Gleichung auf eine Dimension vereinfacht werden. Mit
der Ladungsverteilung ρ(x) =
∑
i

















Falls nur monovalente Ionen, wie in den hier vorgestellten Experimenten, verwendet werden
(zi = ±1) kann die Formel 2.20 weiter vereinfacht werden. Die Integration mit der Nebenbe-
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1 + γ exp(−κx)
1− γ exp(−κx)
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κ−1 = λD entspricht dabei der Debye-La¨nge. Sie gibt an, bei welchem Abstand von der
Grenzfla¨che das Potential auf 1/e des urspru¨nglichen Wertes abgefallen ist. In den Expe-
rimenten dieser Arbeit werden typischerweise Elektrolytkonzentrationen von 0,1–0,01 mol/l
verwendet. Damit folgt fu¨r λD der Wertebereich 0,96–3,1 nm. ψ besitzt damit eine a¨hnliche
ra¨umliche Ausdehnung wie die Membran selbst. Außerhalb von λD spu¨ren geladene Objek-
te, wie z. B. Proteine oder Ionen, kaum mehr den Einfluss des Grenzfla¨chenpotentials. Die
Ladungen der Grenzfla¨che mu¨ssen zusammen mit den Ladungen im Bulk Null ergeben (Elek-
troneutralita¨tsbedingung). Dadurch kann eine Beziehung zwischen der Oberfla¨chenladung σ

























Je nach Salzkonzentration c0i ergibt sich somit eine unterschiedliche Oberfla¨chenladung σ.
Neben c0i bestimmt aber vorrangig der pH den Dissoziationsgrad α der Lipide. Dieser ist
abha¨ngig von der sogenannten Sa¨urekonstante KS der Lipide. Sie ist ein Maß dafu¨r, wie
stark ein Lipid bei einem bestimmten pH-Wert (de-)protoniert ist. Der negativ dekadische
Logarithmus von KS wird pKS-Wert genannt. Er gibt an, bei welchem pH-Wert genau 50 %

















Mit bekanntem Dissoziationsgrad α la¨sst sich aus Gleichung 2.24 das Oberfla¨chenpotential ψ
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Diese Gleichung wird spa¨ter dazu verwendet das experimentell bestimmte Oberfla¨chenpotential
mit den theoretischen Werten der Gouy-Chapman-Theorie zu vergleichen [47, 48].
2.5. Untersuchung von Lipidmonolagen mittels der
Filmwaagentechnik
Die Filmwaage ist die zentrale Analysemethode dieser Arbeit. Sie birgt viele Vorteile ge-
genu¨ber anderen Methoden. So werden nur geringste Mengen an Lipiden und Proteinen
beno¨tigt, um Experimente durchzufu¨hren. Daru¨ber hinaus ko¨nnen damit die optischen, che-
mischen, elektrischen und mechanischen Eigenschaften des Systems u¨ber einen weiten Bereich
hinweg gezielt manipuliert werden. Dadurch la¨sst sich der Zustand der Grenzschicht exakt
einstellen und bestimmen. Im Folgenden wird kurz die Historie der Filmwaage und deren
Funktionsweise vorgestellt.
2.5.1. Geschichte und Prinzip der Filmwaagentechnik
Wie bereits angesprochen, gehen wichtige Erkenntnisse in der Membrantheorie, wie beispiels-
weise die Doppelschichtstruktur der Membran oder deren Aufbau aus Proteinen und Lipiden,
auf Filmwaagenexperimente zuru¨ck [12, 13]. Das Messprinzip ist sehr einfach und basiert auf
einer Alltagserscheinung. Bringt man oberfla¨chenaktive Substanzen auf eine Wasseroberfla¨che
auf, bilden sie dort eine Monolage aus, was mit einer Erniedrigung der Oberfla¨chenspannung
des Wassers einhergeht. Man kennt dieses Pha¨nomen unter anderem von verunreinigten
Gewa¨ssern. Gelangen Wasch- oder Spu¨lmittel in natu¨rliche Gewa¨sser, verringern sie unweiger-
lich die Oberfla¨chenspannung des Wassers und entziehen somit einer Vielzahl von Tieren, wie
beispielsweise Wasserla¨ufern, die Lebensgrundlage. Die ersten Experimente bezu¨glich dieses
Pha¨nomens gehen auf Benjamin Franklin zuru¨ck. 1773 schildert er in einem Brief an seinen
Freund William Brownrigg sehr anschaulich den Effekt von O¨l auf eine Teichoberfla¨che [49]:
“At length being at Clapham, where there is, on the Common, a large Pond, which
I observed to be one Day very rough with the Wind, I fetched out a Cruet of Oil,
and dropt a little of it on the Water. I saw it spread itself with surprising Swiftness
upon the Surface, [...] and there the oil tho’ not more than a Tea Spoonful produced
an instant Calm. [...] If a Drop of Oil is put on a polished Marble Table, or on a
Looking Glass that lies horizontally; the Drop remains in its Place, spreading very
little. But when put on Water it spreads instantly many feet round, becoming so
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thin as to produce the prismatic Colours, for a considerable Space, and beyond
them so much thinner as to be invisible except in its Effect of smoothing the
Waves at a much greater Distance.“
Ein Jahrhundert spa¨ter bestimmte Agnes Pockels mittels einer Schiebewaage erstmals die
Oberfla¨chenspannung von Wasser in Abha¨ngigkeit von dessen Verschmutzungsgrad [50, 34].
Dabei variierte sie die Fla¨che des Troges mit einem Zinnstreifen und konnte so in nachfol-
genden Arbeiten die erste jemals gemessene Oberfla¨chenspannungs-Druck-Kurve pra¨sentieren
[51, 52].
Das Messprinzip heutiger Filmwaagen basiert immer noch auf diesen ersten Experimen-
ten. Um Verunreinigungen vorzubeugen, besteht der verwendete Filmwaagenaufbau aus dem
chemisch inerten Polytetrafluorethylen (Teflon) (siehe Abb. 2.6). Fu¨r Messungen wird der
Teflontrog mit Reinstwasser (Leitwiderstand > 18 MΩcm) oder einer vorbereiteten Salzlo¨sung
gefu¨llt und eine definierte Menge lipidhaltiges Lo¨sungsmittel aufgetropft. Dabei handelt es
sich entweder um Chloroform oder um ein Chloroform-Methanol-Wasser-Gemisch. Die Li-
pide breiten sich auf der gesamten Wasseroberfla¨che aus und bilden nach dem Abdampfen
des flu¨chtigen Lo¨sungsmittels eine geschlossene einlagige Schicht (Monolage). Die hydrophilen
Kopfgruppen interagieren mit dem Wasser, wa¨hrend die hydrophoben Fettsa¨ureketten in die
Luft gerichtet sind. Die Temperatur des Systems wird mit einem angeschlossenen Wa¨rmebad
kontrolliert. Des Weiteren ist die Filmwaage mit zwei individuell beweglichen Barrieren aus-
gestattet. Durch Kompression oder Expansion der eingeschlossenen Fla¨che, kann die Ober-
fla¨chendichte der Lipide beliebig variiert werden. Die Lipidmonolage fu¨hrt zu einem
”
Lateral-
druck“ pi auf die Barrieren. pi entspricht der Differenz zwischen der Oberfla¨chenspannung der
reinen Subphase σ0 und der Oberfla¨chenspannung der mit Lipid bedeckten Subphase σ [53]:
pi = σ0 − σ (2.28)
σ0 ha¨ngt von der Temperatur, Ionen, pH etc. ab und betra¨gt im Fall von Reinstwasser
72,8 mN/m bei 20 ◦C [53]. Zur Messung des Lateraldrucks pi kommt ein sogenanntes Wilhelmy-
Pla¨ttchen zum Einsatz. Dabei handelt es sich um ein Filterpapier, das ins Wasser ha¨ngt und
vollsta¨ndig benetzt. Die Kraft, die darauf wirkt, ist proportional zur Oberfla¨chenspannung
und wird von einem Oberfla¨chendrucksensor ausgelesen (NIMA, Typ PS4, Coventry, Eng-
land). Gleichzeitig kann mit Hilfe einer Kelvinsonde (TREK, Model 325, New York, USA)
das elektrische Oberfla¨chenpotential V tot der Grenzschicht aufgezeichnet werden. Im Boden
der Filmwaage ist ein kreisfo¨rmiges Quarzglas eingelassen (d = 20 mm). Dies ermo¨glicht opti-
sche Messungen am System, wie beispielsweise die konzentrationsabha¨ngige Absorption eines
Reaktionsprodukts.
In der Regel wird die Filmwaage zur Aufnahme von Isothermen verwendet. Dabei wird bei
konstanter Temperatur der Oberfla¨chendruck pi als Funktion der Fla¨che A ermittelt. Aus der
resultierenden Kurve pi(A) kann das Phasenverhalten der Lipide abgelesen und die (isotherme)
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Abbildung 2.6.: Schematische Seit- und Draufsicht der verwendeten Filmwaage: Ein Tef-
lontrog bildet die Grundstruktur der Filmwaage. Dieser wird mit einer de-
finierten Subphase (deionisiertes Wasser, Salzlo¨sung etc.) gefu¨llt und die in
einem organischen Lo¨sungsmittel gelo¨sten Lipide auf die Oberfla¨che zuge-
geben. Diesen Vorgang nennt man
”
Spreiten“. Zwei unabha¨ngig ansteuer-
bare Barrieren ermo¨glichen es, die Oberfla¨chendichte der Lipide beliebig zu
variieren. Der Oberfla¨chendrucksensor ermittelt aus der Zugkraft ~F auf das
Wilhelmy-Pla¨ttchen den Lateraldruck pi. Bei einer typischen Isothermen-
Messung wird pi als Funktion der Lipidfla¨che A aufgezeichnet. Gleichzei-
tig kann das Oberfla¨chenpotential V tot der Grenzschicht mit einer in der
~z-Richtung vibrierenden Kelvinsonde gemessen werden. Deren Funktions-
weise wird spa¨ter noch genauer erla¨utert. Weiterhin ist die Filmwaage mit
einem Fenster aus Quarzglas ausgestattet. Dies erlaubt die Messung kolori-
metrischer Reaktionsprodukte, wie sie in den nachfolgenden Experimenten
an Enzymen auftreten werden.
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Kompressibilita¨t der Grenzschicht κT errechnet werden (vgl. Gleichung 2.15).
2.5.2. Phasenzusta¨nde von Lipidmonolagen
Wie wir bereits in Abschnitt 2.1.2 gesehen haben, ko¨nnen Lipiddoppelschichten in unter-
schiedlichen Phasenzusta¨nden vorliegen. Auch das Verhalten von Lipidmonolagen wird mit
Phasendiagrammen beschrieben [54]. Die schematische Isotherme in Abbildung 2.7 bildet die
wichtigsten Phasen von Phospholipid-Monoschichten ab:
• Gasphase:
Bei sehr großen Fla¨chen befinden sich die Lipide in einem gasfo¨rmigen Zustand. Die Mo-
leku¨lketten orientieren sich unter einem bevorzugten Winkel zur Oberfla¨che. Ansonsten
verhalten sich die Lipide aber vo¨llig ungeordnet und interagieren kaum miteinander.
Dadurch kann der Zustand als ideales Gas beschrieben werden.
• Flu¨ssig-expandierte Phase:
Die Lipide bilden eine geschlossene Oberfla¨che ohne laterale Fernordnung. Wie Moleku¨le
in einer Flu¨ssigkeit, ko¨nnen die Lipide frei in der Schicht diffundieren. Die Kettenord-
nung wechselt sta¨ndig zwischen gauche- und trans-Konformation. Diese Phase ist ver-
gleichbar mit der Lα-Phase von Lipiddoppelschichten (siehe Abb. 2.3) und besitzt eine
moderate Kompressibilita¨t.
• Flu¨ssig-kondensierte Phase:
In dieser Phase befinden sich die Ketten in der trans-Konformation und sind parallel
zueinander ausgerichtet. Der Neigungswinkel zur Wasseroberfla¨che variiert je nach Kom-
pressionsgrad und betra¨gt maximal 30◦. Die Diffusionskonstante der Lipide, wie auch die
Kompressibilita¨t der Grenzschicht, ist deutlich geringer als in der flu¨ssig-expandierten
Phase. Aufgrund dieser Eigenschaften wird diese Phase als Analogon zur Lβ‘-Phase der
Lipiddoppelschicht betrachtet.
• Kristalline Phase:
Bei noch kleineren Moleku¨lfla¨chen geht die flu¨ssig-kondensierte Phase in die kristalline
Phase u¨ber. Die Ketten stehen senkrecht zur Wasseroberfla¨che und die Kopfgruppen
sind packungsdicht angeordnet. Folglich la¨sst sich die Grenzschicht schwer weiter kom-
primieren und κT nimmt einen sehr geringen Wert an. Wird die Oberfla¨chendichte
trotzdem weiter erho¨ht, kommt es zu einem Kollaps der Lipidmonolage. Dabei ko¨nnen
Mehrfachschichten entstehen oder Vesikel abgeschnu¨rt werden.
Zwischen den einzelnen Phasen kommt es zu Phasenu¨berga¨ngen, wie wir sie analog schon fu¨r
die Lipiddoppelschichten beschrieben haben:
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Abbildung 2.7.: Schematische Isotherme und die entsprechende Kompressibilita¨t: Bei nied-
rigen Dru¨cken sind die Lipide weit entfernt voneinander und wechselwir-
ken kaum (Gas-Phase). Sobald die Lipide eine geschlossene Oberfla¨che
bilden, fa¨ngt der Druck an zu steigen. Die Lipide sind in der flu¨ssig-
expandierten Phase sehr mobil und die Ketten vo¨llig ungeordnet. Wird die
Fla¨chendichte weiter erho¨ht, gehen die Lipide in einem Phasenu¨bergang
erster Ordnung (Hauptu¨bergang) in die flu¨ssig-kondensierte Phase u¨ber.
Wa¨hrend des U¨bergangs nimmt die Kompressibilita¨t und damit die Fluk-
tuationen in der Grenzschicht extrem zu (siehe Inset). Durch eine Tempera-
turerho¨hung verschiebt sich das Plateau zu ho¨heren Dru¨cken und kleineren
Fla¨chena¨nderungen. Dies ist durch die gestrichelte Linie angedeutet. Bei
der kritischen Temperatur TC gehen die beiden Phasen direkt ineinander
u¨ber und die Fluktuationen des Systems divergieren an diesem kritischen
Punkt. In der flu¨ssig-kondensierten Phase sind die Ketten leicht geneigt,
aber parallel zueinander ausgerichtet. Erho¨ht man die Oberfla¨chendichte
weiter, gehen die Lipide in einem Phasenu¨bergang zweiter Ordnung in die
kristalline Phase u¨ber. Die Ketten stehen jetzt senkrecht zur Oberfla¨che
und der Druck nimmt linear mit der Fla¨che zu. Die Kompressibilita¨t der
Grenzschicht ist in der flu¨ssig-kondensierten und der kristallinen Phase





• Phasenu¨bergang zwischen Gas- und flu¨ssig-expandierter Phase:
Die gasfo¨rmige Phase geht in einem Phasenu¨bergang erster Ordnung in die flu¨ssig-
expandierte Phase u¨ber. Daher muss eine latente Wa¨rme ∆Q aufgewendet werden,
um die Phasenumwandlung zu vollziehen. Meist liegt dieser U¨bergang bei so niedrigen
Oberfla¨chendru¨cken (< 0,5 mN/m), dass er mechanisch nicht aufgelo¨st werden kann. Mit
Hilfe des Oberfla¨chenpotentials la¨sst sich dieser U¨bergang leichter identifizieren.
• Hauptu¨bergang:
Der Hauptu¨bergang entspricht der Umwandlung der Lα- in die Lβ‘-Phase bei Lipid-
doppelschichten. Die flu¨ssig-expandierte Phase geht in einem Phasenu¨bergang erster
Ordnung in die flu¨ssig-kondensierte Phase u¨ber. Dies ist an dem quasi horizontalen
Verlauf der Isothermen zu erkennen. Aus Gleichung 2.15 folgt demnach, dass κT stark
zunimmt, was gleichbedeutend mit großen Fla¨chenfluktuationen des Systems ist. Die
Monoschicht wird extrem
”
weich“. Die Kooperativita¨t des Prozesses wird anhand der
großen Doma¨nen in diesem Bereich deutlich. Mit zunehmender Temperatur verschiebt
sich der Phasenu¨bergang zu ho¨heren Dru¨cken. Die Breite des U¨bergangsbereichs in der
Fla¨che nimmt dabei na¨herungsweise quadratisch ab. Dies ist in Abbildung 2.7 durch die
gestrichelte Parabel angedeutet. Bei einer kritischen Temperatur TC geht die flu¨ssig-
expandierte Phase direkt in die flu¨ssig-kondensierte Phase u¨ber. An diesem kritischen
Punkt werden die Fluktuationen des Systems extrem groß. Da dieser Punkt aber experi-






∆S ist die Entropiedifferenz zwischen den beiden Phasen, ∆A entspricht der Fla¨chen-
a¨nderung der Lipide wa¨hrend des U¨bergangs und pic dem Umwandlungsdruck. Aus
Gleichung 2.3 wissen wir, dass ∆Q = T ·∆S. ∆Q und ∆S nehmen Richtung TC linear
ab. Deshalb kann TC aus einer Extrapolation von ∆Q→ 0 abgescha¨tzt werden:
∆Q = ∆Q0(TC − T) (2.30)
• Phasenu¨bergang zwischen flu¨ssig-kondensierter und kristalliner Phase:
Der U¨bergang von der flu¨ssig-kondensierten hin zur kristallinen Phase ist zweiter Ord-
nung, was anhand des Knicks in der Isothermen zu erkennen ist. Die Oberfla¨chendichte
a¨ndert sich in diesem Fall kontinuierlich, wa¨hrend die Kompressibilita¨t einen diskonti-
nuierlichen Sprung vollzieht.
Neben der Aufnahme des Drucksignals kann mit dem verwendeten Aufbau simultan das Ober-
fla¨chenpotential V tot der Grenzschicht bestimmt werden. Dafu¨r wird eine sogenannte Kelvin-
sonde eingesetzt.
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2.5.3. Oberfla¨chenpotentialmessung von Lipidmonolagen
Aufgrund ihrer polaren Gruppen besitzen alle Phospholipide ein Dipolmoment µ, das gro¨ß-
tenteils auf die finale CH3-Gruppe der Fettsa¨ureketten zuru¨ckzufu¨hren ist [55]. Demzufolge
vera¨ndert eine Lipidmonolage das urspru¨ngliche Oberfla¨chenpotential V0 der Wasser-Luft-
Grenzschicht um den Wert V CH3 :
V CH3 = V − V0 (2.31)





Sind die Lipide negativ geladen, muss noch ein zusa¨tzlicher Potentialsprung ψ an der Wasser-
Lipid-Grenzfla¨che beru¨cksichtigt werden†:




In der Literatur wird ha¨ufig versucht µ⊥ in verschiedene Bestandteile aufzutrennen. Meist
wird ein separates Dipolmoment fu¨r die hydrophoben Ketten, die hydrophile Kopfgruppe
und die reorientierten Wassermoleku¨le und Ionen in der Subphase postuliert. Jedoch ha¨ngen
diese gegenseitig voneinander ab und da die Permittivita¨t ε in den einzelnen Phasen nicht
bekannt ist, ist es experimentell enorm schwierig die einzelnen Beitra¨ge quantitativ aufzulo¨sen.
Aber auch ohne ein genaues molekulares Versta¨ndnis der Dipolmomente, ko¨nnen wir aus dem
gemessenen Verlauf des Oberfla¨chenpotentials wertvolle Informationen u¨ber den Zustand des
Gesamtsystems erhalten, wie zum Beispiel die elektrische Kapazita¨t der Grenzschicht oder
dessen Phasenzustand.
Um die Lipid-induzierte Spannungsa¨nderung zu messen, wird eine Kelvin-Sonde einge-
setzt. Deren Name geht auf ihren Erfinder Lord Kelvin (1824–1907) zuru¨ck. Dafu¨r befindet
sich im Abstand von etwa einem Millimeter u¨ber der Lipidmonolage eine vibrierende Elek-
trode, die mit einer Referenzelektrode in der Subphase verbunden ist (siehe Abb. 2.6). Die
Vibration fu¨hrt zu einer sinoidalen Abstandsa¨nderung ~z(t) der Elektroden und damit zu einer
Kapazita¨tsa¨nderung, die einen Strom induziert. Der Strom wird u¨ber eine externe Spannung
Uω, die proportional zu V
tot = (V CH3 + ψ) ist, kompensiert. Demzufolge kann das Ober-
fla¨chenpotential aus der Spannung Uω extrahiert werden
‡.
In Abbildung 2.8a ist eine Isothermenmessung des Lipids DMPS gezeigt. Dabei fa¨llt sofort
der parallele Verlauf des Lateraldrucks und des Oberfla¨chenpotentials ins Auge. Mit kleiner
werdenden Moleku¨lfla¨chen nehmen beide monoton zu. Ebenfalls deutlich sichtbar ist in bei-
†Dieser Beitrag wurde bereits in Abschnitt 2.4 ausfu¨hrlich behandelt.
‡Eine genaue Herleitung dieser Zusammenha¨nge findet sich in [56].
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Abbildung 2.8.: Isothermenmessung von DMPS: (a) Die A¨nderungen des mechanischen
und des elektrischen Signals verlaufen anna¨hernd parallel zueinander. Der
Phasenu¨bergangsbereich ist jeweils eindeutig anhand der Horizontalen in
den beiden Kurvenverla¨ufen zu erkennen. Dort nehmen die Fla¨chen- und
Ladungsfluktuationen des Systems stark zu, was durch die Maxima in
der isothermen Kompressibilita¨t κT und der elektrischen Kapazita¨t CT in
(b) veranschaulicht wird (pH 7,0, 10 mM Phosphatpuffer, 100 mM NaCl,
20 ◦C).
den Signalen der Phasenu¨bergang bei A ≈ 60 A˚2. Aus den beiden Kurvenverla¨ufen kann die
Funktion ψ(pi) konstruiert und damit die elektrische Kapazita¨t CT der Monolage berechnet






























In Abbildung 2.8b ist CT parallel zur mechanischen Kompressibilita¨t aufgetragen. Durch das
sehr a¨hnliche Verhalten der beiden Messgro¨ßen wird die bereits angesprochene Kopplung
zwischen den mechanischen und elektrischen Eigenschaften des Systems noch einmal deutlich
(vgl. Gleichung 2.17). Beide Suszeptibilita¨ten zeigen ein ausgepra¨gtes Maximum wa¨hrend des
Phasenu¨bergangs und zeugen von den enormen Fla¨chen- und Ladungsfluktuationen in diesem
Bereich. Im Gegensatz hierzu liegen die Werte von CT im flu¨ssig-kondensierten Bereich nur
knapp oberhalb von Null. Dort a¨ndert sich die Ladung der Grenzschicht kaum mehr und das
Dipolmoment pro Moleku¨l ist anna¨hernd konstant.
Im na¨chsten Kapitel werden Enzyme als Teil einer Lipidmonolage untersucht. Dort wird
sich zeigen, dass nicht nur die mechanischen und elektrischen Eigenschaften von Grenzschich-
ten miteinander korrelieren, sondern auch die Katalyse an diese beiden Variablen koppelt.
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Zustand der Grenzschicht
Dieses Kapitel ist einer der wichtigsten Proteinklassen gewidmet – den Enzymen. Seit Jahr-
zehnten werden große Anstrengungen betrieben, um die Strukturaufkla¨rung von Enzymen
voranzutreiben [25, 57, 58]. Von der Struktur versucht man auf deren Funktion zu schließen
(inzwischen meist unter der Zuhilfenahme von Moleku¨ldynamiksimulationen) [59]. Nichts-
destotrotz ist die Funktionsweise von Enzymen immer noch weitgehend unverstanden [60].
Wir wollen in diesem Kapitel einen anderen Weg einschlagen: Durch Experimente an zwei
verschiedenen Enzymen, die an eine Lipidmonolage gebunden sind bzw. selbst eine Mono-
lage formen, wird gezeigt, dass die Enzymaktivita¨t eine zustandsabha¨ngige Gro¨ße ist. Das
heißt, die Funktion der Enzyme folgt erst aus dem
”
richtigen“ thermodynamischen Zustand
der enzymenthaltenden Grenzschicht. Dadurch wird die physikalische Pha¨nomenologie der
Grenzschicht mit den
”
lebendigen“ biochemischen Prozessen verknu¨pft. Außerdem wird dar-
gelegt, wie dies mit dem allgegenwa¨rtigen
”
Rauschen“ der Enzyme zusammenha¨ngt.
Im Detail gehen wir dabei folgendermaßen vor: Als Erstes beginnen wir mit einer allgemei-
nen Einfu¨hrung in die Enzymtheorie. Anschließend wird ein alternatives Modell vorgestellt
und damit Folgerungen fu¨r Lipid-Enzym-Systeme abgeleitet. Im experimentellen Teil werden
diese Vorhersagen u¨berpru¨ft und verifiziert.
3.1. Einfu¨hrung in die Enzymtheorie
Das Wort Katalyse wurde vom da¨nischen Chemiker Jo¨ns Jakob Berzelius (1779–1848) ein-
gefu¨hrt [61]. Er beobachtete, dass fu¨r verschiedene chemische Synthesen ein zusa¨tzlicher Stoff
notwendig war, der nach der Reaktion wieder unvera¨ndert vorlag. Diesem Stoff gab er den
Namen Katalysator, abgeleitet vom altgriechischen Wort kata´lysis, was u¨bersetzt Los- bzw.
Auflo¨sung bedeutet. Die heutige Semantik des Wortes Katalysator wurde gepra¨gt vom deut-
schen Chemiker Wilhelm Ostwald. Er definierte 1894, dass ein Katalysator ein Stoff sei, der
eine chemische Reaktion beschleunigt, ohne dabei selbst verbraucht zu werden und ohne das
Reaktionsgleichgewicht zu vera¨ndern [62]. Seit diesem Zeitpunkt ist die industrielle Relevanz
katalytischer Reaktionen enorm gestiegen. Heute werden u¨ber 90 % der Produkte der chemi-
schen Industrie weltweit durch katalytische Reaktionen gewonnen [63].
Noch wichtiger als industrielle Katalysatoren sind fu¨r unser eigenes Leben ihre biologi-
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schen Pendants, die sogenannten Enzyme. Ohne sie wa¨re kein Leben auf dieser Erde mo¨glich.
Viele Reaktionen, die in unserem Ko¨rper bereits bei 37 ◦C ablaufen, beno¨tigten ansonsten
hunderte Grad Celsius. Enzyme sind bis auf einige wenige Ausnahmen Proteine und bestehen
daher ebenfalls aus Aminosa¨uren. Seit es Eduard Buchner 1897 zum ersten Mal gelang ein
Enzym aus Zellen herauszulo¨sen [64], ist unser Wissen u¨ber deren Aufbau und Funktions-
weise immens angewachsen. Dieser Fortschritt beruht zu großen Teilen auf immer diffizileren
Untersuchungsmethoden. Heute ko¨nnen selbst Einzelmoleku¨le wa¨hrend der Katalyse spek-
troskopisch studiert und ihre Bewegungen sichtbar gemacht werden [65]. Gleichwohl gibt es
derzeit aber noch kein physikalisches Modell, durch welches sich dieses Pha¨nomen befriedi-
gend erkla¨ren bzw. vorhersagen ließe. So ist beispielsweise noch ungekla¨rt, warum chemische
und physikalische Parameter wie Temperatur, Druck und pH-Wert die katalytische Rate stark
zu vera¨ndern vermo¨gen. Das folgende Zitat aus einem 2009 erschienenen Review-Artikel be-
schreibt diese Ambivalenz sehr treffend [60]:
“Despite the fact that the number of publications associated with the keyword
’enzyme’ increases every year, the precise origin of enzyme catalysis has remained
unsolved.“
Bisher wird die Beschleunigung der Reaktionsgeschwindigkeit durch Enzyme mit einem Ab-
senken der fu¨r die Reaktion notwendigen Aktivierungsenergie erkla¨rt (siehe Abb. 3.1). Das
heißt, die Enzyme vermindern die Energie des energetisch ungu¨nstigen U¨bergangszustands,
was die Wahrscheinlichkeit einer Reaktion deutlich erho¨ht. Der empirische Arrhenius-Ansatz
beschreibt die Abha¨ngigkeit der katalytischen Rate k von der Temperatur T und der Akti-
vierungsenergie EA:






Dabei stellt A einen Frequenzfaktor dar, der mit komplexeren theoretischen Modellen genauer
bestimmt werden kann [66, 67]. U¨berraschenderweise bleibt der Exponentialterm aber auch
in den ausgefeilteren Modellen erhalten. Dieser zweite Faktor erinnert sofort an die Wahr-
scheinlichkeitsverteilung von Gleichung 2.6 und damit an die unvermeidlichen Fluktuationen
des Systems. Bei genauer Betrachtung sind die (Energie-)Fluktuationen existenziell fu¨r das
Arrhenius-Modell. Ohne sie wu¨rde das Systems in seinem energetischen Grundzustand ver-
harren und nie u¨ber die Energiebarriere hinaus kommen.
Die Aktivierungsenergie suggeriert ein vollsta¨ndiges Versta¨ndnis der Katalyse. Dies ist
aber nicht der Fall und der Ursprung von EA selbst bleibt mysterio¨s [60]. Bei den meisten
membrangebundenen Enzymen ist EA nicht konstant, sondern zeigt einen Sprung, der ha¨ufig
mit der Phasenu¨bergangstemperatur der jeweiligen Membran korreliert. Beispiele hierfu¨r sind
die Enzyme Acetylcholinesterase, Phospholipase A2, Phospholipase C und die (Na
+, K+)-
ATPase [68, 69, 43]. Besonders ausgepra¨gt ist dieses Verhalten fu¨r Lipid-Enzym-Systeme, die
aus nur einer Lipid- bzw. Enzymsorte bestehen [4, 70]. In der Literatur wird dieser Effekt mit
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Abbildung 3.1.: Energieschema einer chemischen Reaktion: Um das Substrat A in das Pro-
dukt B umzuwandeln ist eine Aktivierungsenergie EA notwendig. Diese
energetische Hu¨rde wird durch die Anwesenheit von Enzymen abgesenkt,
was zu einer gro¨ßeren U¨bergangswahrscheinlichkeit und damit ho¨heren ka-
talytischen Raten fu¨hrt. Dabei durchla¨uft der Enzym-Substrat-Komplex




einer Konformationsa¨nderung der Enzyme begru¨ndet, die durch die Phasenumwandlung der
Lipide getrieben ist [71].
In natu¨rlichen Membranen weisen Enzyme ebenfalls oft eine abrupte A¨nderung von EA
auf. Die Temperatur der Diskontinuita¨t in EA kann aber fu¨r verschiedene Enzyme in der selben
Membran unterschiedlich sein. Dies wird meist auf die lokale Umgebung der Enzyme und
damit die laterale Strukturierung der Membran zuru¨ckgefu¨hrt (Stichwort
”
Mikrodoma¨nen“).
U¨berraschenderweise wird der Sprung von EA bei Tieren, die Winterschlaf halten und deren
Ko¨rpertemperatur dabei signifikant absinkt, nicht oder erst bei sehr niedrigen Temperaturen
beobachtet [72, 73, 74]. In diesen Tieren besteht die Membran aus vielen kurzkettigen und
ungesa¨ttigten Lipiden, was eine Fluide-Phase bis hin zu tiefen Temperaturen ermo¨glicht.
Die Aktivita¨t von Enzymen ha¨ngt maßgeblich vom Zustand der Grenzschicht ab. Neben
den zahlreichen Untersuchungen von EA verschiedener Enzyme in der Fluiden- bzw. in der
Gel-Phase von Membranen, gibt es noch einige wenige Arbeiten, die sich mit der Aktivita¨t
von Enzymen im Phasenu¨bergang selbst befassen. Experimente mit den lipidabbauenden
Phospholipasen zeigen, dass deren Aktivita¨t maximal wird im Phasenu¨bergang der Membran
(siehe Abbildung 3.2) [75, 76, 77, 78]. Die Korrelation von Aktivita¨tsmaximum und Pha-
senu¨bergang konnte ich wa¨hrend meiner Diplomarbeit fu¨r das Enzym Acetylcholinesterase
besta¨tigen [34]. Daher stellt sich die Frage, ob es sich hierbei um ein allgemeines Pha¨nomen
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Abbildung 3.2.: Einfluss des Phasenzustands der Membran auf die Aktivita¨t der Phospho-
lipase A2: Die Latenzzeit τ des Enzyms variiert je nach Temperatur und
verwendeter Lipidumgebung (Phosphatidylcholin-Doppelschicht). Im Pha-
senu¨bergang der Lipide (Tm) nimmt τ ein Minimum an, gleichbedeutend
mit einem Maximum in der katalytischen Rate k (τ ∼ k−1) (aus [76]).
handelt, oder die Beobachtungen nur spezifische Einzelfa¨lle darstellen. Interessanterweise wer-
den nicht nur Enzyme durch den Phasenzustand beeinflusst, sondern auch andere Funktionen
der Membran, wie beispielsweise Transportprozesse oder die Permeabilita¨t [79, 80, 81, 82]. Im
weiteren Verlauf wollen wir zeigen, dass eine entropische Beschreibung der zweidimensionalen
Grenzschicht sowohl die unterschiedliche Aktivierungsenergie in den beiden Phasenzusta¨nden
der Membran als auch das Aktivita¨tsmaximum im Phasenu¨bergang erkla¨ren kann.
3.2. Theoretisches Modell von Konrad Kaufmann
Im Jahr 1998 stellte Konrad Kaufmann ein alternatives Modell fu¨r die Enzymkatalyse auf, das
nicht auf einer energetischen Systembeschreibung basiert, sondern die Entropie der Grenz-
schicht in den Mittelpunkt ru¨ckt. Das folgende Kapitel beruht großenteils auf gemeinsamen
Gespra¨chen und repra¨sentiert daher nur das Versta¨ndnis des Autors davon. Fu¨r eine umfas-
sende Beschreibung der Theorie empfehlen wir seine o¨ffentlichen Arbeiten [83] bzw. ihn direkt
zu konsultieren.
Kaufmanns Ansatz beginnt damit, den zweiten Hauptsatz in der Einstein’schen Entro-
piepotential-Formulierung [36] (vgl. Gleichung 2.6) auf das
”
richtige“ System anzuwenden.
Das richtige System ist in diesem Fall die zweidimensionale wa¨ssrige Grenzfla¨che des Enzym-
Substrat-Komplexes. Durch die Bindung des Substrats an das Enzym wird es Teil der Grenz-
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Abbildung 3.3.: Hypothetisches Zustandsdiagramm einer Enzym-Moleku¨l-Verbindung: In-
duziert die Adsorption eines Moleku¨ls an das Enzym einen kritischen Zu-
stand in der Grenzfla¨che (Fall B), kommt es zu starken Fluktuationen
der Reaktionskoordinate ξ. Dies ist auf ein sehr weites Entropiepotential
und damit eine sehr breite Wahrscheinlichkeitsverteilung der mo¨glichen
Enzym-Moleku¨l-Mikrozusta¨nde zuru¨ckzufu¨hren. In der Katalyseterminolo-
gie nennt man das Moleku¨l dann
”
Substrat“. Treten durch die Adsorption
aber nur sehr geringe Fluktuationen auf (Fall A), so entsteht eine langfri-
stige Bindung zwischen Moleku¨l und Enzym. Das Moleku¨l wird folglich als
”
Inhibitor“ bezeichnet. Der Fall C fu¨hrt dagegen meist nur zu einer kurzen
Moleku¨lbindung bzw. sehr selten zu einer katalytischen Reaktion.
schicht und das System wird fortan durch ein (neues) gemeinsames Entropiepotential be-
schrieben. Zur Katalyse kommt es aber nur, wenn durch die Bindung große Fluktuationen in
der Reaktionskoordinate ξ induziert werden, d. h. das systembeschreibende Entropiepotential
sehr weit wird. Dies entspricht dem Fall B in Abbildung 3.3. Fallen dagegen die Fluktuatio-
nen in der Grenzfla¨che sehr gering aus, kann es zu einer langfristigen Bindung des Substrats
kommen (siehe Fall A in Abbildung 3.3). In der Katalyseterminologie spricht man dann von
einem Inhibitor. Durch die feste Bindung des Inhibitors an das aktive Zentrum ist das Enzym
katalytisch nicht mehr aktiv. Bindung und Katalyse sind demnach zwei Extreme ein und
desselben Bildes. Der Zustand der Grenzschicht spielt in Kaufmanns Modell die zentrale Rol-
le und nicht etwa spezifische Konformationsa¨nderungen. Diese sind vielmehr als Folge einer
Zustandsa¨nderung durch die Adsorption des Substratmoleku¨ls zu sehen, die im Allgemeinen
eine A¨nderung aller thermodynamischer Variablen bedingt.
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Der vorherige Abschnitt ist fu¨r das Versta¨ndnis der Experimente unabdingbar. Deshalb
werden die wichtigsten Aussagen noch einmal dargelegt: Durch die Bindung eines Moleku¨ls an
ein Enzym entsteht ein neuer Grenzfla¨chenzustand, der durch ein gemeinsames Entropiepo-
tential beschrieben wird. Die Reaktionskoordinate ξ ist nunmehr eine Variable der Entropie
(S(ni) = S(A,E, ξ ...)). Dadurch ist auch die Wahrscheinlichkeitsverteilung der mo¨glichen
Mikrozusta¨nde von ξ vollsta¨ndig vorgegeben. Induziert die Adsorption des Moleku¨ls ein brei-
tes Entropiepotential, kommt es zu großen Fluktuationen in den Variablen. Das Moleku¨l wird
dann als
”
Substrat“ bezeichnet und fluktuiert sta¨ndig zwischen Substrat- und Produktzustand
hin und her. Fu¨hrt die Adsorption des Moleku¨ls hingegen zu einem sehr schmalen Entropie-
potential der Grenzschicht, kommt es zu einer langfristigen Bindung und das Moleku¨l wird
”
Inhibitor“ genannt. Die Frage ist nun: Wie fu¨hren die Fluktuationen von ξ schlussendlich zu
den messbaren Raten im Bulk?
3.2.1. Zusammenhang zwischen Raten und Fluktuationen
Kaufmann leitet einen Zusammenhang zwischen den Raten und den Fluktuationen ab, indem
er Einsteins Vorgehen in seiner Publikation zur Brown’schen Molekularbewegung folgt [84].
Einstein untersucht darin, wie sich die Position von Teilchen u¨ber ein kleines Zeitintervall
τ entwickelt. Die Koordinaten der Teilchen vera¨ndern sich hierbei um einen Wert ∆, fu¨r
dessen Verteilung ein Ha¨ufigkeitsgesetz ϕ(∆) gilt. Diese Aussage la¨sst sich identisch auf die
Reaktionskoordinate u¨bertragen. Dementsprechend folgt fu¨r die Anzahl der Teilchen, die sich
zum Zeitpunkt t+ τ zwischen ξ und ξ + dξ in der Oberfla¨cheneinheit x befinden:
f(x, ξ, t+ τ) dξ = dξ
∆=+∞∫
∆=−∞
f(x, ξ + ∆)ϕ(∆) d∆ (3.2)
Da τ sehr klein ist gilt:




Des Weiteren kann f(x, ξ + ∆, t) nach Potenzen von ∆ entwickelt werden:









Anschließend wird die Entwicklung vor das Integral gezogen, da nur sehr kleine Werte von ∆



















· ϕ(∆) d∆ + ... (3.5)
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Da das Integral u¨ber die Ha¨ufigkeitsverteilung insgesamt eins ergeben muss, ku¨rzen sich die
jeweils ersten Terme auf beiden Seiten der Gleichung weg (f
∫ +∞
−∞ ϕ(∆)d∆ = f). Daru¨ber
hinaus verschwinden auf der rechten Seite im Gleichgewicht die Terme zwei, vier etc. da
ϕ(∆) = ϕ(−∆). Außerhalb des Gleichgewichts fu¨hrt dies dazu, dass entweder die Hin- oder
















Im Fall der Diffusion ergibt sich daraus fu¨r die mittleren quadratischen Ortsschwankungen
der Teilchen: 〈
(δx)2
〉 ∝ Dt (3.8)
Analog gilt demnach fu¨r den Zusammenhang zwischen den mittleren quadratischen Schwan-
kungen der Reaktionskoordinate ξ und der Rate k:
〈
(δξ)2
〉 ∝ kt (3.9)
Die identische Beschreibung von Diffusion und Katalyse ermo¨glicht eine einheitliche Interpre-
tation der beiden Prozesse. Geben wir beispielsweise einen Tropfen Farbstoff in ein Wasser-
gefa¨ß, wird sich der Farbstoff mehr und mehr verteilen, bis eine homogene Lo¨sung entstanden
ist. Anfangs befindet sich das System in einem sehr unwahrscheinlichen Zustand und ent-
wickelt sich in der Folge in Richtung wahrscheinlicherer Zusta¨nde, d. h. in Richtung Homoge-
nita¨t der Lo¨sung. Die Geschwindigkeit des Prozesses wird dabei durch die reversiblen Ortsfluk-
tuationen der Farbstoffmoleku¨le und damit deren Diffusionskonstanten bestimmt. Erhitzen
wir die Flu¨ssigkeit quasi-statisch, wird das
”
Gleichgewicht“ durch die gro¨ßeren Fluktuationen
deutlich schneller erreicht.
Der Katalyseprozess kann ganz analog interpretiert werden: Zu Beginn pra¨parieren wir
durch die Zugabe des Substrats (Reaktionsedukt) einen sehr unwahrscheinlichen Zustand.
In der Folge entsteht immer mehr Produkt, bis das Reaktionsgleichgewicht, ergo ein deut-
lich wahrscheinlicher Zustand, erreicht ist. Im Gleichgewicht heben sich Abbau und Synthese
des Substrats auf. Diese Prozesse laufen auch vollsta¨ndig ohne Enzym ab, jedoch meist nur
extrem langsam. Das Enzym u¨bernimmt die Rolle, welche die Temperaturerho¨hung im Diffu-
sionsfall spielt. Es erho¨ht die Fluktuationen der Reaktionskoordinate, was zeitlich betrachtet,
zu deutlich gro¨ßeren katalytischen Raten fu¨hrt (vgl. Gleichung 3.9). In beiden Fa¨llen sind die
Fluktuationen vollsta¨ndig reversibel. Daraus folgt, dass die Irreversibilita¨t der Prozesse laut
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Wir haben nach Boltzmann die scheinbare Nichtumkehrbarkeit [einer chemischen
Reaktion] darauf zuru¨ckzufu¨hren, daß die Zusta¨nde von verschiedener Wahrschein-
lichkeit sind, und daß das System wahrscheinlich Zusta¨nde gro¨ßerer Wahrschein-
lichkeit annimmt, wenn es sich gerade in einem Zustande relativ geringer Wahr-
scheinlichkeit befindet.“
Die Wahrscheinlichkeit des Anfangszustands ist so gering, dass dieser in einer endlichen Zeit-
spanne praktisch nie mehr beobachtet wird.
3.2.2. Korrelation von Spezifita¨t und Aktivita¨t
Die entropische Betrachtungsweise der Katalyse fu¨hrt noch zu einer weiteren wichtigen
Schlussfolgerung. So la¨sst sich damit das Paradox auflo¨sen, dass eine hohe Substratspezi-
fita¨t mit hohen Abbauraten einhergeht. Die allermeisten Stoffe, die an das Enzym binden,
induzieren keine starken Fluktuationen in der Grenzfla¨che. Nur einige sehr wenige Substanzen
verschieben das System in einen stark fluktuierenden Zustand. Beru¨cksichtigt man mehr als
eine thermodynamische Variable, erho¨ht sich die
”
Spezifita¨t dieses Zustands“ weiter. Demzu-
folge beruht dieses Paradoxon auf der Spezifita¨t des induzierten Zustands. Durch eine geeig-
nete Wahl der thermodynamischen Variablen (pH, Salzkonzentration, Temperatur, Druck ...)
lassen sich die Fluktuationen des Systems und somit auch die katalytischen Raten optimie-
ren (vgl. Gleichung 3.9). Dieser Effekt ist beispielsweise durch das pH-Maximum eines jeden
Enzyms wohlbekannt. Im Grenzfall gehen die Fluktuationen gegen unendlich, was auch als
kritischer Zustand bezeichnet wird. Die Katalyse wird in diesem Fall
”
optimal“ und ist nur
durch die Diffusion begrenzt.
3.2.3. Enzyme als Teil einer Grenzschicht
Bisher haben wir den Fall eines isolierten Enzym-Substrat-Komplexes betrachtet. Prinzipiell
lassen sich diese Erkenntnisse aber leicht auf komplexere Systeme, in denen Enzyme Teil
einer gro¨ßeren Grenzschicht sind, verallgemeinern. Da jeder Grenzschicht ein eigenes Entro-
piepotential zukommt (vgl. Abschnitt 2.3), kann man davon ausgehen, dass die Eigenschaften
der verschiedenen Konstituenten der Schicht miteinander gekoppelt sind. Kaufmanns Theorie
kann also ohne weiteres auch zur Beschreibung von natu¨rlichen Membranen verwendet wer-
den. Im na¨chsten Abschnitt wollen wir exemplarisch anhand von nur einer Variablen das zu
erwartende Verhalten von Enzymen in einer Lipidgrenzschicht ableiten. Es muss jedoch an-
gemerkt werden, dass es sich dabei um einen Spezialfall der Kaufmann’schen Theorie handelt
und keinen Beitrag darstellt, der u¨ber die urspru¨ngliche Theorie hinausgeht. Nichtsdestotrotz
lassen sich damit einige interessante pha¨nomenologischen Ergebnisse erkla¨ren.
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Als Teil einer Lipidmembran sind die Fluktuationen von Enzymen nicht komplett un-
abha¨ngig von ihrer lokalen Umgebung. Vielmehr werden sie durch das Gesamtsystem beein-
flusst. Normalerweise charakterisiert man Katalysatoren anhand ihrer Aktivierungsenergie
EA. Deshalb wollen wir den Einfluss der Grenzschichtfluktuationen auf diese Observable un-
tersuchen. Im Fall eines Enzym-Lipid-Systems wird das Entropiepotential folglich durch die
Energie der Grenzschicht bestimmt. Diese kann in zwei Beitra¨ge aufgeteilt werden: Erstens
die Energie der Enzyme EE und zweitens die Energie der Lipide EL. Die Taylor-Entwicklung
der Entropie um die Gleichgewichtsenergiewerte E0L und E
0
E nimmt daher die folgende Form
an (vgl. Gleichung 2.4):




























cL steht dabei fu¨r die Wa¨rmekapazita¨t der Lipidgrenzschicht. Der zweite Term kann vo¨llig











Mit der Energievariation des Enzyms δEE = δ(E
0
E + EA) = δEA kann der dritte Term

















Dementsprechend folgt fu¨r das Entropiepotential des Gesamtsystems:





























Die ersten beiden Terme des Entropiepotentials der Grenzschicht sind unabha¨ngig voneinan-
der und beschreiben die beiden Untersysteme Enzyme und Lipide separat. Der dritte Term
wiederum bildet die Kopplung der Fluktuationen der beiden Systeme ab. Pha¨nomenologisch
ko¨nnen eindeutige Aussagen u¨ber den Zusammenhang zwischen dem ersten und dritten Term
gezogen werden. Wie in der Einfu¨hrung angesprochen, zeigen unza¨hlige membrangebundene
Enzyme einen Knick in ihrer Aktivierungsenergie wa¨hrend der Phasenumwandlung der um-
gebenden Membran [68, 69, 43, 4, 70]. Bezogen auf Gleichung 3.14 bedeutet dies einerseits,
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dass die gemessene Wa¨rmekapazita¨t cL der Lipide maximal wird (gleichbedeutend mit großen






der selben Temperatur ein Maximum durchla¨uft und somit der Kopplungsterm maximiert

















maximal werden. Nach Gleichungen 3.1 und 3.9
sollte dies zu einer Erho¨hung der katalytischen Rate fu¨hren, wie bereits fu¨r die Enzyme Phos-
pholipase A2 und Acetylcholinesterase experimentell beobachtet [75, 85, 34]. In der Gel- bzw.
Fluiden-Phase ist die Wa¨rmekapazita¨t der Lipide dagegen anna¨hernd konstant. Daher erkla¨rt
sich auch die konstante, aber verschieden große Aktivierungsenergie in diesen beiden Phasen.
Wie stark die Aktivita¨t der membrangebundenen Enzyme vom Zustand der Lipide beeinflusst
wird, unterscheidet sich aber mit Sicherheit fu¨r jedes System deutlich. Ist der Kopplungsterm
klein und die Systeme damit praktisch unabha¨ngig voneinander, wird man experimentell kaum
einen Effekt auf die Aktivierungsenergie nachweisen ko¨nnen.
Die bisherige Betrachtungsweise la¨sst sich natu¨rlich auch umkehren. Die Lipide beeinflus-
sen die Eigenschaften der Enzyme, doch ist dieser Effekt selbstversta¨ndlich wechselseitiger
Natur. Durch die temperaturabha¨ngige Messung von EA ko¨nnen wir zugleich darauf schließen,
welchen Einfluss die Enzyme auf den lokalen Zustand der Lipide haben. Wie bereits erwa¨hnt,
stimmt die Temperatur, bei der der Knick in der Aktivierungsenergie des Enzyms auftritt,
nicht immer zu 100 % mit der Phasenumwandlungstemperatur der reinen Lipidschicht u¨berein.
Dies erkla¨rt sich leicht mit der Enzym-induzierten lokalen Zustandsa¨nderung. Was zu einer
A¨nderung in der Aktivierungsenergie fu¨hrt, bewirkt gleichzeitig eine lokale Verschiebung der
Phasenu¨bergangstemperatur. Somit kann die Pha¨nomenologie der Aktivierungsenergie dafu¨r
verwendet werden den
”
tatsa¨chlichen“ Phasenu¨bergang der Enzym-Lipid-Mikrodoma¨ne zu
bestimmen.
Durch diese Erkenntnisse ko¨nnen auch Aussagen u¨ber reale Systeme, wie beispielsweise
natu¨rliche Membranen, getroffen werden. Die auftretende Phasenseparation und Strukturie-
rung der Membran fu¨hrt dazu, dass das Gesamtsystem als ein Ensemble von vielen Untersy-
stemen angesehen werden kann. Jedes Untersystem besitzt ein eigenes Entropiepotential, ist
jedoch u¨ber die
”
Kopplungsterme“ an das Gesamtsystem angeschlossen. Je nach Sta¨rke der
Kopplung werden die Untersysteme somit sehr unterschiedlich auf A¨nderungen des Gesamt-
systems bzw. anderer Untersysteme reagieren.
Die Bevorzugung der Energie als Observable zur Beschreibung eines Enzym-Lipid-Systems
ist natu¨rlich rein willku¨rlicher Natur. Die gesamte Ableitung la¨sst sich entsprechend fu¨r jede
beliebige Variable vollziehen. Da letzten Endes aber die Fluktuationen des Enzym-Substrat-
Komplexes und folglich die Fluktuationen der Reaktionskoordinate ξ die Rate bestimmen,
sind die entscheidenden Fragen, ob und wie diese von der Lipidumgebung abha¨ngen. Die
bisher diskutierten (Vesikel-)Experimente aus der Literatur deuten daraufhin, dass die Fluk-
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tuationen von ξ tatsa¨chlich substanziell von den Lipiden abha¨ngen. U¨ber das Wie lassen sie
jedoch keine eindeutige Aussage zu. Um diesem Punkt experimentell nachzugehen und die
Vorhersagen der Theorie von Kaufmann zu u¨berpru¨fen, mu¨ssen wir daher auf eine andere
Methode zuru¨ckgreifen, die die simultane Bestimmung von Aktivita¨t und Zustand erlaubt.
Die Filmwaage stellt hierfu¨r das optimale Werkzeug dar. Sie erlaubt es, die katalytische
Rate k in Abha¨ngigkeit des Grenzfla¨chenzustands zu messen. Daher wollen wir der hier auf-
geworfenen Frage im na¨chsten Abschnitt mit Experimenten an zwei verschiedenen Enzymen
nachgehen. Dabei folgen wir dem Aufbau des Theorieteils. D. h. zuerst betrachten wir ein
reines Enzymsystem, bevor wir anschließend Enzyme als Teil einer Lipidschicht untersuchen.
3.3. Experimentelle Untersuchung zur Zustandsabha¨ngigkeit von
Enzymen
Um die Zustandsabha¨ngigkeit von Enzymen zu testen, greifen wir auf zwei in der Forschung
sehr ha¨ufig anzutreffende Enzyme zuru¨ck: die Meerrettichperoxidase und die Katalase.
3.3.1. Vorstellung der Katalase
Die Katalase geho¨rt zu der Enzymgruppe der Hydroperoxidasen. Ihr Vorkommen erstreckt
sich u¨ber praktisch alle Lebewesen, wo sie durch den Abbau von Wasserstoffperoxid eine
wichtige Schutzwirkung vor oxidativen Scha¨den einnimmt [86]. Ein eindrucksvolles Beispiel
hierfu¨r sind graue Haare. Im Alter nimmt die Katalase-Konzentration in den Haarfollikeln ab.
Das fu¨hrt dazu, dass das entstehende Wasserstoffperoxid nicht mehr komplett abgebaut wird
und es somit die Haare nach und nach ausbleicht [87]. Die katalysierte Reaktion des Enzyms
lautet:
2 H2O2
Katalase−−−−−−→ O2 + 2 H2O (3.16)
Die katalytische Rate der Katalase za¨hlt zu den schnellsten Enzymkatalysen u¨berhaupt. Ein
einzelnes Enzym ist in der Lage unglaubliche 4 · 107 Wasserstoffperoxidmoleku¨le pro Sekunde
abzubauen [66]. Die katalytische Effizienz ist so hoch, dass selbst die Diffusion des Substrats
bzw. des entstehenden Produkts limitierend auf die Reaktionsgeschwindigkeit wirken ko¨nnen.
In diesem Fall spricht man von
”
katalytischer Perfektion“, was in der Natur a¨ußerst selten
auftritt [66]. Die von uns verwendete Form der Katalase stammt von Sigma-Aldrich und wird
aus der Schweineleber extrahiert. Sie besteht aus vier identischen Untereinheiten. Das Mo-
lekulargewicht betra¨gt insgesamt 240 kDa. Das aktive Zentrum der Untereinheiten wird von
einer Ha¨m-Gruppe, d. h. einer Komplexverbindung mit Fe(III) als Zentralion, gebildet. Mo-
mentan geht man davon aus, dass das Eisenatom zuna¨chst durch das Wasserstoffperoxid zu
Fe(IV) oxidiert und durch das zweite an der Reaktion beteiligte Wasserstoffperoxidmoleku¨l
unter Abgabe von Wasser zuru¨ck in den Grundzustand reduziert wird [86]. Das aktive Zen-
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trum besteht außer dem Eisen-Ion noch aus einem Histidin- und Asparagin-Aminosa¨urerest
[88]. Neben dem Abbau von reinem Wasserstoffperoxid, besitzt das Enzym die Fa¨higkeit viele
weitere Moleku¨le zu oxidieren. Dies machen wir uns zu Nutze und verwenden zum Nach-
weis der Katalase-Aktivita¨t die Umwandlung des farblosen Pyrogallols in das orange-braune
Purpurogallin:
H2O2 + 2 Pyrogallol
Katalase−−−−−−→ 2 H2O + Purpurogallin (3.17)
Die Bildung des Endprodukts la¨sst sich leicht anhand der Absorption von Purpurogallin bei
einer Wellenla¨nge von etwa 420 nm verfolgen [89, 90]. Am besten funktioniert dies bei einem
pH-Wert von 6,9, da hier die Autooxidation des Substrats sehr gering und das Verha¨ltnis
zwischen direktem Abbau von Wasserstoffperoxid und Abbau von Pyrogallol klein ist [89].
Deshalb werden die nachfolgenden Katalase-Experimente alle bei diesem pH-Wert durch-
gefu¨hrt.
Neben der hohen Rate zeichnet sich die Katalase vor allem durch ihre extreme Stabilita¨t
aus. Selbst das Erhitzen auf bis zu 60 ◦C kann ihrer Funktion kaum etwas anhaben [86]. Aus
der Literatur ist bekannt, dass die Enzyme auf Wasser ebenfalls eine enorm stabile Mono-
lage bilden [91]. Davon werden wir im weiteren Verlauf fu¨r die Aktivita¨tsversuche Gebrauch
machen.
3.3.2. Voruntersuchungen zur Katalase
Zur Untersuchung reiner Enzymmonolagen wird die kristalline Form der Katalase in einem er-
sten Schritt in PBS-Puffer gelo¨st (aus dem engl. fu¨r phosphate buffered saline). Die Salzlo¨sung
entha¨lt 137 mM NaCl, 2,7 mM KCl und 12 mM Phosphatpuffer bei einem pH von 7,4. Die End-
konzentration der Enzyme wird auf 10 mg/ml eingestellt. Durch das langsame zutitrieren von
7,5 µl Enzymlo¨sung auf die Wasseroberfla¨che der Filmwaage (100 mM NaCl, 10 mM Phosphat-
puffer, pH 6,9, Fla¨che 300 cm2) bildet sich nach und nach eine geschlossene Enzymmonolage.
Nach circa einer Stunde kann kein weiterer Druckanstieg festgestellt werden und das System
geht ins Gleichgewicht u¨ber [91]. Nun la¨sst sich das isotherme Verhalten der Enzyme unter-
suchen. Abbildung 3.4 zeigt typische Fla¨chen-Druck-Kurven der Katalasemonolage, die mit
einer Kompressions- bzw. Expansionsgeschwindigkeit von 5 cm2/min (das korrespondiert mit
≈ 225 A˚2/min pro Enzym) aufgenommen wurde. U¨berraschenderweise zeigt die Katalase ein
den Lipiden sehr a¨hnliches Verhalten. Bei der Kompression von 11 700 auf 3100 A˚
2
steigt der
Lateraldruck monoton von 12,8 auf 32,0 mN/m an. Die Steigung der Isothermen nimmt aber
zuna¨chst leicht ab, bevor sie in der Na¨he des Druckmaximums wiederum deutlich zunimmt.
Wa¨hrend der Expansion ist dieses Verhalten noch sta¨rker ausgepra¨gt. Zuerst fa¨llt der Druck
steil ab, bevor die Isotherme einen fast horizontalen Verlauf nimmt. Dies deutet auf eine ex-
trem weiche Grenzschicht hin und impliziert damit große Fla¨chenfluktuationen des Proteins.
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Abbildung 3.4.: Typische Isothermen einer Katalasemonolage: Besonders in den Expansi-
onskurven ist ein dreiphasiges Verhalten, das sehr an Lipide erinnert, er-
kennbar. Der U¨bergangsbereich korrespondiert vermutlich mit einer Kon-
formationsumwandlung des Enzyms und zeigt eine deutlich erho¨hte Kom-
pressibilita¨t (siehe Inset). Durch die Integration des Umwandlungsbereichs,
dessen Grenzen mit den gestrichelten Linien angedeutet sind, kann die Um-
wandlungsarbeit errechnet werden (siehe Text). Die zweite Expansionskur-
ve (lila) liegt nahezu deckungsgleich auf der Ersten. Dies demonstriert
die erstaunliche Stabilita¨t und Reversibilita¨t der Protein-Grenzschicht
(100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, 20 ◦C, pH 6,9).
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Das errechnete Kompressibilita¨tsmaximum von 0,3 m/mN bei einem Druck von 18,6 mN/m
im Inset von Abbildung 3.4 illustriert diese Aussage noch einmal nachdru¨cklich. Zu gro¨ßeren
Fla¨chen hin nimmt die Steigung der Isothermen wieder zu und dementsprechend wird die
Kompressibilita¨t der Grenzschicht kleiner. Bei Lipiden ist dieses dreiphasige Verhalten auf
die Phasenumwandlung zuru¨ckzufu¨hren. Im Fall eines Proteins ist die Interpretation etwas
schwieriger. In der Literatur wird der horizontale Bereich der Isothermen typischerweise mit
einer Konformationsa¨nderung des Proteins begru¨ndet [91, 92]. Die zwei unterschiedlichen
Proteinkonformationen entsprechen im u¨bertragenen Sinne somit zwei verschiedenen Lipid-
phasen. Auch ohne die genaue molekulare Struktur der Katalase zu kennen, ko¨nnen wir aus
dem thermodynamischen Zustandsdiagramm wertvolle Informationen gewinnen. So weist der
Umwandlungsbereich des Proteins eine sehr hohe Kompressibilita¨t auf, die teilweise sogar
die Werte reiner Lipidgrenzschichten u¨bertrifft [44]. Gleichzeitig kann die Fla¨chenarbeit pidA,
die zur Umwandlung der Enzyme aufgewendet werden muss, aus dem Zustandsdiagramm ex-
trahiert werden. Integriert man die Fla¨che unterhalb des Umwandlungsbereichs der Isother-
men, so kommt man auf eine U¨bergangsenergie zwischen den beiden Enzymkonformationen
von 1,68 ·10−19 Kalorie/Moleku¨l oder 101 kcal/mol. Dies entspricht in der Tat typischen Um-
wandlungsenergien von Proteinen. Deren Umwandlung la¨uft ha¨ufig irreversibel ab und wird
deshalb als Denaturierung bezeichnet. Bei der Katalase ist dies aber definitiv nicht der Fall.
Abbildung 3.4 demonstriert eindrucksvoll die extreme Stabilita¨t der Katalasemonolage. Die
zweite Expansionskurve liegt fast deckungsgleich auf der Ersten. Demzufolge kann man davon
ausgehen, dass die Konformationsa¨nderung vollkommen reversibel von Statten geht und nur
wenige Katalase-Moleku¨le in die Subphase u¨bergehen. Diese Beobachtung steht im Einklang
mit Literaturdaten [91].
Zur Untersuchung einer mo¨glichen Korrelation zwischen dem Zustand der Monolage und
der Enzymaktivita¨t, wird der Pyrogallol-Assay verwendet (vgl. Reaktion 3.17). In Anhang A.1
befinden sich die dazugeho¨rigen Referenzmessungen. Bei der Autokatalyse des Substrats u¨ber
einen Zeitraum von 20 Minuten hinweg betra¨gt die Intensita¨tsa¨nderung in etwa zwei Prozent
(vgl. Abbildung A.1a). In Anwesenheit einer Enzymmonolage vera¨ndert sich die Intensita¨t
in diesem Zeitraum dagegen typischerweise um mehr als 20 % (vgl. Abbildung A.1b). Von
daher kann die Autokatalyse des Substrats wa¨hrend der Messungen vernachla¨ssigt werden. Die
Transmission nimmt bei Messungen mit konstantem Lateraldruck, wie nach dem Lambert-
Beerschen-Gesetz zu erwarten, exponentiell mit der Konzentration des Produkts ab (vgl.
Abbildung A.1b):
I1 = I0 exp (−εcd) (3.18)
I1 steht dabei fu¨r die Intensita¨t des transmittierten Lichts, I0 fu¨r die Intensita¨t des einfallen-
den Lichts, ε fu¨r den Extinktionskoeffizienten, c fu¨r die Produktkonzentration und d fu¨r die
Schichtdicke. Folglich ist die Aktivita¨t der Enzyme bei festem Lateraldruck na¨herungsweise
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Abbildung 3.5.: Isotherme Expansion einer Katalasemonolage: (a) Wa¨hrend der Expansi-
on der Monolage wird simultan die Produktkonzentration in der Subpha-
se u¨ber die transmittierte Lichtintensita¨t gemessen. Im Bereich der Kon-
formationsumwandlung des Enzyms sinkt die Intensita¨t deutlich ab, was
nichts anderes bedeutet, als dass das Enzym hier sehr aktiv ist. Noch bes-
ser ist dieser Zusammenhang zu erkennen, wenn man Kompressibilita¨t und
Aktivita¨t u¨ber den Lateraldruck auftra¨gt: (b) Die beiden Messkurven zei-
gen eine klare Korrelation. Im Maximum der Kompressibilita¨t, d. h. wenn
die Proteinfluktuationen am gro¨ßten sind, ist die Aktivita¨t des Enzyms
ebenfalls maximal und damit auch die Fluktuationen der Reaktionskoordi-









Wie wir im Folgenden sehen werden, vera¨ndert sich im Gegensatz dazu die Aktivita¨t der
Enzymmonolage bei Kompression bzw. Expansion signifikant.
3.3.3. Zustandsabha¨ngigkeit der Katalase
Abbildung 3.5a zeigt eine repra¨sentative Katalase-Aktivita¨tsmessung bei konstanter quasi-
statischer Expansion der Monolage. Zuna¨chst fa¨llt auf, dass das Substrat in der Subphase
praktisch keinen Effekt auf den Verlauf der Isothermen besitzt. Die aufgezeichnete Kurve, in-
klusive des kritischen U¨bergangsbereichs, gleicht weitgehend der Messung ohne Substrat (vgl.
Abbildung 3.4). Zudem springt der zum Lateraldruck gegenla¨ufige Verlauf des Transmissions-
signals ins Auge. Die simultan aufgezeichnete Transmissionsintensita¨t sinkt zuna¨chst relativ
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langsam, fa¨llt dann aber im horizontalen Umwandlungsbereich der Isothermen rapide ab,
bevor sie zum Ende hin wieder abflacht. Der schnelle Abfall ist auf eine hohe Purpurogallin-
Produktion zuru¨ckzufu¨hren und resultiert folglich aus einer hohen Enzymaktivita¨t. Aus den
beiden Kurvenverla¨ufen lassen sich die Kompressibilita¨t und die Aktivita¨t der Katalasemo-
nolage berechnen (vgl. Gleichungen 2.15 und 3.19). In Abbildung 3.5b sind sie gegen den
Lateraldruck aufgetragen. U¨berraschenderweise zeigen beide einen fast uniformen Verlauf. Im
Bereich in dem die Grenzschicht maximal kompressibel ist (≈ 14–20 mN/m), also die mittle-
re Enzymfla¨che stark fluktuiert, weisen die Enzyme die ho¨chste Aktivita¨t auf. Offensichtlich
korrelieren die Fla¨chenfluktuationen und die Fluktuationen der Reaktionskoordinate ξ, oder
allgemeiner ausgedru¨ckt: Es besteht eine Korrelation zwischen den physikalischen Eigenschaf-
ten der Grenzschicht und dem biochemischen Vorgang der Katalyse. Somit reiht sich die ka-
talytische Rate k in die Proportionalita¨t zwischen den Messgro¨ßen aus Gleichung 2.17 ein:
∆k ∝ ∆κT ∝ ∆cpi ∝ ∆CT ∝ ∆αpi (3.20)
Die Proportionalita¨t zwischen den Messgro¨ßen folgt aus den gekoppelten Fluktuationen
der Observablen, was letztlich auf ein gemeinsames Entropiepotential zuru¨ckzufu¨hren ist:
S(ni) = S(A,E, ψ, ξ ...). Durch die Adsorption des Substrats an ein Katalasemoleku¨l, wird es
Teil der Grenzschicht. Somit ist die Wahrscheinlichkeitsverteilung fu¨r die mo¨glichen Zusta¨nde
der Reaktionskoordinate ξ durch das Entropiepotential vorgegeben und die Rate folgt aus dem
Fluktuations-Dissipations-Theorem (vgl. Gleichung 3.9). Weiterhin kann aus dem Experiment
geschlossen werden, dass sich das Entropiepotential der Grenzschicht durch die Adsorption





bleiben, wie beispielsweise der Umwandlungsbereich der Grenzschicht, und Bereiche mit ge-
ringen Fluktuationen weiterhin nur gering fluktuieren.
Um sicherzugehen, dass es sich bei dieser Messung um kein Artefakt handelt, wird in einem
ersten Schritt die Expansionsgeschwindigkeit variiert. Durch eine Erho¨hung auf das Doppelte
der urspru¨nglichen Geschwindigkeit (550 A˚
2
/min), ko¨nnen mo¨gliche Konvektions- bzw. Dif-
fusionseffekte ausgeschlossen werden. Dennoch korreliert auch hier die Aktivita¨t eindeutig
mit der Kompressibilita¨t (siehe Abbildungen 3.6a/b). Beide werden maximal im Umwand-
lungsbereich der Grenzschicht (14–20 mN/m). Dass dieses Pha¨nomen ebenfalls unabha¨ngig
von der Art der Isothermenaufnahme ist (Expansion vs. Kompression), wird durch die Ab-
bildungen 3.6c/d nachgewiesen. Die Katalasemonolage wird hier mit einer Geschwindigkeit
von 1100 A˚
2
/min komprimiert. Obwohl der Umwandlungsbereich mit dem Auge weniger gut
auszumachen ist als in den Expansionskurven, folgt die Aktivita¨t doch eindeutig dem Verlauf
der Kompressibilita¨t (vgl. Abbildung 3.6d).
Folglich besteht die Korrelation unabha¨ngig von Kompression und Expansion sowie
mo¨glichen Geschwindigkeitseffekten und kann daher als allgemein angesehen werden. Lei-
der ist der Abbau des Pyrogallols durch die Katalase auf einen sehr kleinen pH-Bereich
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Abbildung 3.6.: Invarianz der Korrelation zwischen Kompressibilita¨t und Aktivita¨t:
(a)/(b) Durch die Variation der Expansionsgeschwindigkeit auf das Dop-
pelte des urspru¨nglichen Wertes, ko¨nnen Diffusions- bzw. Konvektionsef-
fekte als Erkla¨rung fu¨r die gefundene Korrelation ausgeschlossen werden.
Auch in diesem Fall treten die Maxima der beiden Messgro¨ßen im glei-
chen Druckbereich auf. (c)/(d) Die Korrelation besteht ebenfalls weiter-
hin, wenn die Monolage komprimiert anstatt expandiert wird und ist damit
unabha¨ngig von der Art der Isothermenaufnahme (100 mM NaCl, 10 mM
Phosphatpuffer, 20 ◦C, pH 6,9, 0,1 M H2O2, 5 mM Pyrogallol).
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beschra¨nkt. Deshalb kann mit diesem System nicht untersucht werden, ob die beobachtete
Korrelation pH invariant ist. Dies wollen wir im Folgenden an einem anderen System testen.
Bisher wurden reine Enzymmonolagen betrachtet. Dass die mechanischen Eigenschaften
und die Aktivita¨t der Enzyme zusammenha¨ngen, verwundert deshalb nicht unbedingt (auch
wenn hieru¨ber, meinem Wissen nach, noch keine Literatur existiert). Was aber passiert in
dem biologisch noch relevanteren Fall, wenn Enzyme Teil einer Lipidgrenzschicht sind? Fu¨r
diese Experimente greifen wir auf ein Enzym aus der Gruppe der Peroxidasen zuru¨ck.
3.3.4. Vorstellung der Meerrettichperoxidase
Die Meerrettichperoxidase wird, wie der Name schon andeutet, aus den Wurzeln des Meer-
rettichs extrahiert und typischerweise mit HRP fu¨r das englische horseradish peroxidase ab-
geku¨rzt. Die HRP oxidiert eine Vielzahl von Substanzen bei gleichzeitiger Reduktion eines
Peroxids (meist Wasserstoffperoxid H2O2) [90]. Die hier verwendete Form der HRP (Typ VI-
A) stammt von Sigma-Aldrich und besitzt eine Masse von ca. 44 kDa. Das aktive Zentrum
wird, wie schon bei der Katalase, von einer Ha¨m-Gruppe gebildet [93]. In der Natur steuern
die Peroxidasen eine ganze Reihe von Funktionen, wie beispielsweise Wachstum, Differenzie-
rung und Entwicklung von Pflanzenzellen [93]. Aufgrund seiner oxidierenden Wirkung auf eine
Unzahl von Donatoren, wird das Enzym in der Biotechnologie gerne zum Nachweis verschie-
denster Substanzen verwendet. Die oxidierten Reaktionsprodukte zeichnen sich dabei meist
durch eine leicht nachweisbare Farbe bzw. Fluoreszenz aus [93]. Wie bei der Katalase kann
die Aktivita¨t der Peroxidase u¨ber den Abbau von Pyrogallol kolorimetrisch bestimmt werden
(vgl. Reaktionsgleichung 3.17) [94]. Die HRP bietet aber den zusa¨tzlichen Vorteil, dass sie
ohne Donator nicht in der Lage ist Wasserstoffperoxid abzubauen. Von daher konkurrieren
nicht zwei Reaktionen um das Wasserstoffperoxid in der Subphase und die Reaktion kann pH-
abha¨ngig analysiert werden. Um sicherzugehen, dass die HRP wa¨hrend der Experimente an
die Grenzschicht gebunden ist, werden die Enzyme auf eine DPPG-Monolage zugegeben und
dabei der Lateraldruck der Grenzschicht aufgezeichnet (Referenzmessung siehe Anhang A.2).
Wie in der Referenzmessung zu sehen ist, fu¨hrt dies zu einem irreversiblen Druckanstieg. Das
heißt, die Enzyme bauen sich in die Grenzschicht ein und sind damit, wie die Lipide, even-
tuellen Lateraldrucka¨nderungen ausgesetzt. Da jedoch ein Teil der hinzugefu¨gten Enzyme in
die Subphase u¨bergeht und folglich die Aktivita¨tsmessung der gebundenen HRP-Moleku¨le
u¨berlagert, wird die nachstehende Methodik verwendet.
3.3.5. Methodik der Aktivita¨tsmessung
Die HRP wird im linken Teil der Filmwaage vorsichtig zwischen die beiden Barrieren auf
die Lipidmonolage getropft und dort mit einer Pipette verteilt (siehe Abbildung 3.7). Nach
15 Minuten werden die Barrieren bei gleichbleibendem Abstand in die Filmwaagenmitte ge-
fahren und somit die enzymhaltige Lipidmonolage auf den enzymfreien Bulk transferiert.
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Abbildung 3.7.: Methodik der HRP-Messung: (a) Die HRP wird auf eine Lipidmonolage
zwischen die Barrieren 1 und 2 gegeben. Dies ist durch die Gelbfa¨rbung
der Subphase illustriert. Nach einer Wartezeit von 15 Minuten werden die
beiden Barrieren sowie der Drucksensor zur Mitte gefahren, wo die Akti-
vita¨t der Enzyme zustandsabha¨ngig untersucht wird (b). In der Subphase
befindet sich eine dritte Barriere, die bis knapp unter die Wasseroberfla¨che
reicht. Sie verhindert, dass Enzyme, die nicht an die Lipidschicht binden, in
die Filmwaagenmitte gelangen und dort die Aktivita¨tsmessung der Grenz-
schicht u¨berlagern.
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Zudem verhindert eine zusa¨tzliche Barriere am Filmwaagenboden die unerwu¨nschte Konvek-
tion/Diffusion der nicht gebundenen Enzyme. Anschließend kann das Zustandsdiagramm der
Monoschicht bei gleichzeitiger Aktivita¨tsmessung aufgezeichnet werden. Durch dieses Vor-
gehen ko¨nnen sto¨rende Effekte der freien Enzymmoleku¨le auf die Aktivita¨tsmessung zum
Großteil ausgeschlossen werden. Nichtsdestotrotz verbleibt noch eine weitere Fehlerquelle: die
inhomogene Verteilung der Enzyme in der Lipidmonolage. Dies kann in der Folge zu einer
ra¨umlich heterogenen Produktkonzentration und damit zu Konvektions- und Diffusionseffek-
ten fu¨hren. Diese Fehlerquelle wurde bereits in anderen Arbeiten ausfu¨hrlich diskutiert [34, 24]
und kann sich beispielsweise als
”
negative Aktivita¨t“ in den Messkurven a¨ußern. Unabha¨ngig
davon kristallisiert sich aber auch in diesen Experimenten ein eindeutiges Verhalten heraus.
3.3.6. Zustandsabha¨ngigkeit der Meerrettichperoxidase
Abbildung 3.8 zeigt den Einfluss der Enzyme auf das Zustandsdiagramm von DPPG. Die
reine Lipidschicht besitzt einen sehr scharfen Phasenu¨bergang bei ca. 9,5–10,5 mN/m. Durch
die Integration der Enzyme in die Lipidmonolage, schmiert dieser U¨bergangsbereich aus und
der Anfangsdruck des Phasenu¨bergangs wird leicht nach oben verschoben. Die einzelnen Pha-
senzusta¨nde sind nicht mehr so scharf voneinander abgetrennt wie wa¨hrend der reinen Lipid-
messung. Folglich nimmt die Kompressibilita¨t der Grenzschicht im Phasenu¨bergang etwas ab,
verbleibt aber weiterhin groß im Vergleich zu den anderen Phasen.
Wie wirkt sich der Zustand der Grenzschicht nun auf die Aktivita¨t der Enzyme aus?
Koppeln die Eigenschaften der Lipide und der HRP oder ist das Enzymverhalten davon
unabha¨ngig?
Abbildung 3.9a illustriert das isotherme Verhalten einer DPPG-HRP-Monolage bei quasi-
statischer Kompression. Der Phasenu¨bergang der Monolage bei ca. 13 mN/m kommt durch
einen sehr flachen Verlauf der Fla¨chen-Druck-Kurve zum Vorschein. Gleichzeitig fa¨llt die In-
tensita¨t in diesem Bereich rapide ab. Demzufolge wandeln die Enzyme dort viele Pyrogallolmo-
leku¨le pro Zeiteinheit in das absorbierende Purpurogallin um und sind daher sehr aktiv. Wie
ausgepra¨gt die Kopplung zwischen den mechanischen Eigenschaften der Grenzschicht und der
Enzymaktivita¨t ist, wird durch die Auftragung von Kompressibilita¨t und Aktivita¨t gegen den
Lateraldruck sichtbar (siehe Abbildung 3.9b). Im Phasenu¨bergang der Grenzschicht nimmt
sowohl die Kompressibilita¨t als auch die Enzymaktivita¨t signifikant zu. Folglich korrelieren
die Fla¨chenfluktuationen der Grenzschicht mit dem biochemischen Vorgang der Katalyse. Die
Lipide wirken regulativ auf die Enzymaktivita¨t – nur im Phasenu¨bergang sind die Enzyme
maximal aktiv.
Im Fall der Katalase wurde eine Korrelation zwischen den Enzymfluktuationen und der
Enzymaktivita¨t beobachtet. Die Experimente mit der DPPG-HRP-Monolage sind ein Zeichen
dafu¨r, dass die Korrelation noch weiter verallgemeinert werden kann: Sind die Enzyme Teil
einer gro¨ßeren Grenzschicht, wird deren katalytische Rate eine zustandsabha¨ngige Gro¨ße des
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Abbildung 3.8.: Isothermenvergleich einer reinen DPPG-Monolage mit einer DPPG-HRP-
Monoschicht: Der Phasenu¨bergang der reinen Lipidschicht tritt u¨ber einen
extrem schmalen Druckbereich auf (9,5–10,5 mN/m). Folglich ist die Kom-
pressibilita¨t dort sehr hoch – das System wird enorm weich. Durch den
Einbau der Enzyme in die Monolage weitet sich dieser Bereich deutlich aus.
Die Phasenzusta¨nde sind nicht mehr klar voneinander getrennt. Trotzdem
besitzt die Grenzschicht im Phasenu¨bergang immer noch eine klar erho¨hte
Kompressibilita¨t (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, 20 ◦C, pH 7,0,
0,1 M H2O2, 5 mM Pyrogallol).
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Abbildung 3.9.: Einfluss einer DPPG-Lipidschicht auf die Aktivita¨t der HRP: (a) Beim
Komprimieren der Lipid-Enzym-Monolage nimmt die gemessene Intensita¨t
zuna¨chst nicht ab. Sobald die Grenzschicht in den Phasenu¨bergang ge-
langt, kommt es aber zu einem starken Abfall. Das bedeutet, dass viele
Substratmoleku¨le vom Enzym umgewandelt werden. Aus den beiden Kur-
venverla¨ufen lassen sich die entsprechende Kompressibilita¨t und Aktivita¨t
der Monolage errechnen (b). Die gemeinsam aufgetragenen Messgro¨ßen of-
fenbaren die bestehende Korrelation. Im Phasenu¨bergang der Grenzschicht
besitzen beide ein Maximum. Folglich sind dort nicht nur die Fluktuatio-
nen der Fla¨che maximal, sondern auch der Reaktionskoordinate ξ (100 mM
NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, 20 ◦C, pH 7,0, 0,1 M H2O2, 5 mM Pyrogal-
lol).
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Gesamtsystems. Die Fluktuationen der ganzen Grenzschicht kontrollieren die Aktivita¨t der
Enzyme.
Im Folgenden wird demonstriert, dass dieses Pha¨nomen nicht von einer spezifischen Wahl
der Observablen abha¨ngt, sondern allgemeingu¨ltig ist. Deshalb wird als erstes die Tempera-
tur, bei der die isotherme Messung durchgefu¨hrt wird, variiert. In Abbildung 3.10 wird die
Monolage bei 20 ◦C bzw. 25 ◦C expandiert. Aufgrund der wa¨rmeren Temperatur verschiebt
sich der Phasenu¨bergang und damit der Bereich maximaler Kompressibilita¨t hin zu ho¨heren
Lateraldru¨cken. Gleichzeitig beobachten wir eine Verschiebung des Aktivita¨tsmaximums in
Einklang mit den mechanischen Eigenschaften der Grenzschicht. Folglich ist die Korrelation
temperaturinvariant.
Dass dieser Effekt nicht nur spezifisch fu¨r DPPG auftritt, sondern lipidunabha¨ngig ist,
zeigen die Experimente mit DMPS (Abbildung 3.11). Auch wa¨hrend der Expansion einer
DMPS-Monolage korrelieren Aktivita¨t und Kompressiblita¨t miteinander. Der Effekt ist also
ebenfalls invariant gegenu¨ber der molekularen Zusammensetzung der verwendeten Grenz-
schicht. Durch die Variation des pH-Wertes der Subphase kann nachgewiesen werden, dass
der Effekt obendrein unabha¨ngig von chemischen Einflu¨ssen ist (ebenfalls Abbildung 3.11).
Eine Erho¨hung des pH-Wertes von 7 auf 8 verschiebt das Kompressibilita¨tsmaximum um ca.
7 mN/m. Parallel dazu verha¨lt sich die Aktivita¨t, die ebenfalls erst bei ho¨heren Lateraldru¨cken
maximal wird. Zugleich erkennt man an dieser Kurve, dass die Maxima in Aktivita¨t und
Kompressibilita¨t aufgrund von Konvektions- und Diffusionseffekten leicht verschoben bzw.
”
ausgeschmiert“ auftreten ko¨nnen.
Zusammengefasst zeigt sich, dass die gefundene Korrelation zwischen dem Zustand der
Grenzschicht und der Enzymaktivita¨t invariant bezu¨glich chemischen (pH-Wert), physi-
kalischen (Temperatur) und sogar molekularen Einflu¨ssen (Lipid) ist. Daher kann dieses
Pha¨nomen als allgemeingu¨ltig angesehen werden. Die Tatsache, dass die Enzyme Phospholipa-
se A2, Phospholipase C und Acetylcholinesterase gleichfalls maximal aktiv im Phasenu¨bergang
von Lipidschichten sind, unterstreicht, wie weitreichend diese Korrelation ist. Offensichtlich
spielt die Physik, in der Form des Phasenzustands der Grenzschicht, eine grundlegende regu-
lative Rolle fu¨r die Biochemie.
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Abbildung 3.10.: Temperaturinvarianz: Die DPPG-HRP-Grenzschicht wird bei 20 ◦C (a)
und 25 ◦C (c) quasi-statisch expandiert. Die Temperaturerho¨hung fu¨hrt
zu einer Verschiebung des Phasenu¨bergangs um ca. 4 mN/m. Dies ist ein-
deutig anhand der Kompressibilita¨tskurven in (b) und (d) zu erkennen.
Gleichzeitig verschiebt sich auch das beobachtete Aktivita¨tsmaximum.
Dies unterstreicht die Temperaturinvarianz der Korrelation zwischen Zu-
stand und Enzymaktivita¨t (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, pH
7,0, 0,1 M H2O2, 5 mM Pyrogallol).
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Abbildung 3.11.: pH-Invarianz: (a)/(b) Expansion einer DMPS-HRP-Monolage bei pH
7: Die Aktivita¨t wird maximal im Phasenu¨bergang der Grenzschicht
(11–16 mN/m). Erho¨ht man den pH in der Subphase auf 8, verschiebt
sich der U¨bergangsbereich der Grenzschicht zu ho¨heren Dru¨cken (15–
25 mN/m) (c)/(d). Das Aktivita¨tsmaximum verlagert sich unisono zu
ho¨heren Dru¨cken. Aufgrund von Konvektionseffekten ist es in diesem Fall
etwas
”
ausgeschmiert“. Diese Experimente belegen die Unabha¨ngigkeit
der Korrelation von der molekularen Zusammensetzung der Grenzschicht,
sowie von chemischen Einflu¨ssen (pH) (100 mM NaCl, 10 mM Phosphat-
puffer, 15 ◦C, 0,1 M H2O2, 5 mM Pyrogallol).
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3.4. Diskussion der Ergebnisse auf makroskopischer und
mikroskopischer Ebene
Im Folgenden werden die gefundenen Ergebnisse mit Hilfe der Theorie von Kaufmann disku-
tiert und eine mo¨gliche mikroskopischen Erkla¨rung dafu¨r vorgeschlagen.
3.4.1. Thermodynamische Diskussion der Experimente
Die Theorie von Konrad Kaufmann bietet eine mo¨gliche Erkla¨rung fu¨r die beobachtete Kor-
relation zwischen Zustand und Enzymaktivita¨t. Wie in Abschnitt 3.2 diskutiert, beginnt sie
mit einer entropischen Beschreibung des Systems und nicht wie u¨blich, mit einem Energie-
bild. Die Energie stellt nur eine Observable unter vielen dar und muss demzufolge, wie alle
thermodynamischen Gro¨ßen, fluktuieren. Die Katalyse folgt aus einem kritischen Zustand
des Enzym-Substrat-Komplexes, der durch die Absorption eines Substratmoleku¨ls an das
Enzym induziert wird. In diesem Fall werden die Fluktuationen der Reaktionskoordinate ξ
enorm groß (
”
kritisch“) und die im Bulk gemessene hohe Rate folgt aus dem Fluktuations-
Dissipations-Theorem (vgl. Gleichung 3.9). Ist das Enzym Teil einer gro¨ßeren Grenzschicht,
wie beispielsweise im Fall der Katalase einer reinen Enzymmonolage, wird die Observable ξ
zu einer Variablen des Gesamtentropiepotentials der Grenzschicht: S(A, q, T, ξ ...). Wie die
Experimente eindeutig belegen, koppeln in diesem Fall die Fluktuationen der Fla¨che und der
Reaktionskoordinate. Der Zustand des Gesamtsystems kontrolliert die Aktivita¨t der Enzyme.
Erstaunlicherweise gilt dies aber nicht nur fu¨r den Fall reiner Enzymmonolagen, sondern wie
die HRP-Experimente zeigen, auch fu¨r Lipid-Enzym-Systeme. Die thermodynamischen Fluk-
tuationen der Observablen koppeln u¨ber die Maxwell-Relationen miteinander. Wie stark die
Kopplung zwischen den Fluktuationen der Fla¨che und der Reaktionskoordinate selbst im Fall
eines Lipid-Enzym-Systems ist, sieht man an den parallelen Maxima von Kompressibilita¨t
und Aktivita¨t. Dieser Effekt muss, wie in Abschnitt 3.2.3 ausfu¨hrlich diskutiert, natu¨rlich
nicht fu¨r jedes Lipid-Enzym-System eintreten. Kommt es zu einer Phasenseparation zwischen
den Lipiden und den Enzymen und ist die Kopplung der beiden Systeme gering, ko¨nnen sie
sich theoretisch auch vollsta¨ndig unabha¨ngig voneinander verhalten. Die Experimente mit der
HRP, sowie die vorhergehenden Ergebnisse mit der Acetylcholinesterase und der Phospholipa-
se A2 weisen aber daraufhin, dass die Kopplung der Systeme wahrscheinlich den Normalfall
darstellt. Es stellt sich deshalb offensichtlich die Frage, wie sich die Korrelation zwischen
Enzymaktivita¨t und Zustand mikroskopisch verstehen la¨sst?
3.4.2. Mikroskopischer Erkla¨rungsversuch
Wie bereits in Kapitel 2 besprochen wurde, sind im Phasenu¨bergang von Lipidschichten
die A¨nderungen der Kompressibilita¨t, der Wa¨rmekapazita¨t und der elektrischen Kapazita¨t
proportional zueinander (vgl. Gleichung 2.17). Dies bedeutet nichts anderes, als dass die
52
3.5. Zusammenfassung
Fluktuationen der Fla¨che, der Energie und der Ladung miteinander gekoppelt sind. Mit Hil-
fe der Filmwaage kann der Zustand des Systems genau eingestellt werden. In der flu¨ssig-
kondensierten bzw. flu¨ssig-expandierten Phase ist die Grenzschicht relativ starr. Das heißt,
die Enzyme, die in einem
”
Meer an Lipiden und gebundenen Wassermoleku¨len“ treiben, sind
in ihrer Bewegungsfreiheit stark eingeschra¨nkt. Im Phasenu¨bergang hingegen nehmen die lo-
kalen Fla¨chenfluktuationen enorm zu. Dementsprechend ko¨nnen bzw. mu¨ssen die Enzyme viel
sta¨rker fluktuieren als zuvor. Gleichzeitig werden auch die Ladungsfluktuationen der Grenz-
schicht maximal. Aufgrund ihrer geringen Gro¨ße und damit hohen Diffusionsgeschwindigkeit,
gilt dies im besonderen Maße fu¨r die Protonen. Da die Protonen Teil der katalysierten Reakti-
onsgleichung sind (Es kommt zu einem Protonenu¨bertrag), koppeln diese mit der Reaktionsko-
ordinate ξ und erho¨hen folglich nach Gleichung 3.9 die Reaktionsrate. Die Fluktuationen des
makroskopischen Gesamtsystems bestimmen so die lokalen Fluktuationen am Enzym und da-
mit dessen Aktivita¨t. Demnach verringert sich die Aktivita¨t der Enzyme in Phasen mit gerin-
gen Fluktuationen (Gel-/Fluide-Phase bzw. flu¨ssig-kondensierte/flu¨ssig-expandierte Phase).
Makroskopisch ausgedru¨ckt bedeutet dies, dass der Zustand des Gesamtsystems die Funkti-
on der Einzelenzyme kontrolliert. Dieser Effekt ist fu¨r zwei Extremfa¨lle in Abbildung 3.12
dargestellt.
Die bis zu diesem Zeitpunkt ero¨rterten Messungen waren alle makroskopischer Natur.
Um zu beweisen, dass die Korrelation zwischen Zustand und Aktivita¨t auch fu¨r Einzelenzy-
me gilt, wurden AFM-Experimente mit dem Enzym Acetylcholinesterase durchgefu¨hrt (siehe
Anhang A.3). Dabei wurden die Ho¨henfluktuationen einzelner Enzyme wa¨hrend der Kata-
lyse pH-abha¨ngig untersucht. Leider ist die Standardabweichung der Messwerte zu groß, um
eine sichere Aussage treffen zu ko¨nnen. Nichtsdestotrotz folgen die mittleren gemessenen
Ho¨henfluktuationen dem Verlauf der Enzymaktivita¨t (siehe Abbildung A.3). Dies unterstu¨tzt
die Annahme, dass die erzielten Ergebnisse auch auf mikroskopischer Ebene gu¨ltig sind. Da die
AFM-Messungen an Einzelenzymen keine ausreichende Genauigkeit bieten, schlagen wir als
Alternativmethode die Fluoreszenz-Korrelationsspektroskopie vor. Damit ko¨nnen nicht nur
freie Einzelmoleku¨le spektroskopisch untersucht werden [95, 96, 97], sondern daru¨ber hinaus
auch Enzyme in Lipidmonolagen [98, 99]. Somit stellt diese Methode eine Mo¨glichkeit dar,
die Ergebnisse der Filmwaagenexperimente auf mikroskopischer Ebene zu u¨berpru¨fen.
3.5. Zusammenfassung
In diesem Kapitel wurde nachgewiesen, dass die Enzymaktivita¨t eine zustandsabha¨ngige
Gro¨ße darstellt. Dafu¨r wurde zuerst ein reines Enzymsystem betrachtet. Die Katalase bildet
eine stabile Enzymmonolage an der Wasser/Luft-Grenzfla¨che aus. U¨berraschenderweise weist
die Isotherme des Systems ein dreiphasiges Verhalten auf, welches sehr an Lipidschichten erin-
nert. Im Bereich der ho¨chsten Kompressibilita¨t wird die Enzymaktivita¨t maximal. Die Fluk-
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(b)
(a)
Abbildung 3.12.: Enzyme als Teil einer Lipidgrenzschicht: Der Zustand des Gesamtsystems
kontrolliert die lokalen Fluktuationen. Befinden sich die Lipide beispiels-
weise in der flu¨ssig-kondensierten Phase (Fall (a)), ist die Grenzschicht
(bestehend aus Lipiden, Enzymen und gebundenem Wasser) sehr starr
und die Bewegung der Enzyme darin eingeschra¨nkt. (b) Gelangt das Sy-
stem in einen kritischen Zustand (Phasenu¨bergang), nehmen die lokalen
Fla¨chen- und Ladungsfluktuationen der Grenzschicht stark zu. Dies ist
anhand des u¨berlagerten roten Farbverlaufs angedeutet. In diesem Fall
erho¨hen sich unweigerlich auch die Fluktuationen der Enzyme. Sind die
Ladungen (Protonen) Teil der Reaktion, wie zum Beispiel bei der HRP, so
ko¨nnen diese an die Fluktuationen der Reaktionskoordinate ξ koppeln. Im
Phasenu¨bergang der Grenzschicht sind die Enzyme dann maximal aktiv
und es werden deutlich mehr Substratmoleku¨le pro Zeiteinheit abgebaut.
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tuationen der Enzymfla¨che korrelieren dementsprechend mit der katalytischen Rate. Ferner
konnte mittels der Meerrettichperoxidase gezeigt werden, dass dieser Effekt auch bei Enzym-
Lipid-Systemen auftritt. Im Phasenu¨bergang der Grenzschicht korrelieren Kompressibilita¨t
und Aktivita¨t. Diese Korrelation ist unabha¨ngig von chemischen (pH), physikalischen (Tem-
peratur) und sogar molekularen A¨nderungen (Lipid) am System. Eine Mo¨glichkeit um die
Zustandsabha¨ngigkeit der Enzymkatalyse zu erkla¨ren, stellt das Modell von Kaufmann dar.
Kaufmann postuliert, dass die Grenzschicht durch ein eigenes Entropiepotential S beschrie-
ben werden kann. Da die Enzyme Teil der Grenzschicht sind, wird die Reaktionskoordinate
eine Variable von S: S(A, T, ψ, ξ ...). Infolgedessen ist die Wahrscheinlichkeitsverteilung der
Mikrozusta¨nde der adsorbierten Substrat-/Produktmoleku¨le vollsta¨ndig vorgegeben. Bringt
man das System nun in einen kritischen Zustand, wird das Entropiepotential extrem weit und
damit die Fluktuationen zwischen den Mikrozusta¨nden groß. In Analogie zu den mittleren
Ortsfluktuationen im Diffusionsfall, nimmt die Rate proportional zu den mittleren quadra-
tischen Fluktuationen von ξ zu (vgl. Fluktuations-Dissipations-Theorem). Die Natur macht
sich also tatsa¨chlich die allgegenwa¨rtigen ungeordneten Bewegungen der Enzyme zu Nutze –
die Fluktuationen sind die Ursache der Katalyse. Wie die Experimente belegen, gilt dies auf-
grund der Kopplung der Fluktuationen u¨ber die Maxwell-Relationen auch dann noch, wenn
die Enzyme Teil einer gro¨ßeren Grenzschicht sind. Der physikalische Zustand der Grenzschicht
bestimmt somit den biochemischen Vorgang der Katalyse [100]. Folglich besitzt die Physik
der Grenzfla¨che, in der Form des zweiten Hauptsatzes, einen direkten Einfluss auf zellula¨re
Prozesse und damit das Leben selbst.
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4. Erregung und Ausbreitung von Pulsen in
Grenzschichten
Im vorherigen Kapitel haben wir gesehen, dass biologische Grenzschichten nicht nur den
Ein- und Ausfluss von Ionen zu steuern vermo¨gen, sondern ihnen auch eine regulative Rolle
in katalytischen Reaktionen zukommen kann. Diese quasi-statischen Effekte lassen wir jetzt
hinter uns und gehen stattdessen auf die dynamischen Eigenschaften von Grenzfla¨chen ein.
Membranen sind sta¨ndig A¨nderungen von Temperatur, Druck, Ionenkonzentration, pH
etc. ausgesetzt. So katalysieren beispielsweise viele Enzyme Reaktionen, die wa¨hrend des
Substratabbaus Protonen freisetzen. Dadurch kann es zu schnellen lokalen pH-A¨nderungen
kommen. Die Enzymklassen der Lipasen sowie der Esterasen sind die wohl bekanntesten Ver-
treter hierfu¨r [101, 102]. In diesem Kapitel wird dargelegt, dass eine schnelle lokale Variation
einer beliebigen thermodynamischen Variablen, wie zum Beispiel pH, zu propagierenden
longitudinalen Schallwellen in der Grenzschicht fu¨hrt. Indes wird sich herausstellen, dass
die Schallwellen selbst wiederum alle messbaren Variablen reversibel vera¨ndern. So sind die
Pulse nicht rein mechanischer Natur, sondern modulieren gleichzeitig das elektrische Ober-
fla¨chenpotential, sowie den pH-Wert an der Grenzschicht.
Das Kapitel folgt dabei zu großen Teilen der in Scientific Reports vero¨ffentlichten Arbeit
[103] und ist wie folgt aufgebaut: Es beginnt mit einem kurzen historischen Abriss zur Er-
forschung von Wellenpha¨nomenen in Lipidmonolagen. Danach wird mit einer theoretischen
Beschreibung von Schallwellen in Grenzfla¨chen fortgefahren, woraus sich ein direkter Zusam-
menhang zwischen der Ausbreitungsgeschwindigkeit und den Materialeigenschaften ergibt.
Anschließend wird experimentell ermittelt, wie Schallwellen in Lipidmonolagen erregt werden
ko¨nnen und welche Eigenschaften diese mitbringen. Darauf aufbauend wird abschließend ein
neues Modell fu¨r inter- und intrazellula¨re Signaltransduktion (Signaling) vorgeschlagen.
4.1. Wellenpha¨nomene in Lipidmonolagen
Wa¨hrend die Literatur zu quasi-statischen Filmwaagenexperimenten nahezu unu¨berschaubar
ist, gibt es kaum Publikationen zu dynamischen Effekten. Einer der Ersten, der sich mit Wel-
len in Lipidmonolagen bescha¨ftigte, war Jacob Lucassen. Im Jahr 1968 vero¨ffentlichte er zwei
Arbeiten zu longitudinalen Oberfla¨chenwellen in Grenzschichten. In seiner theoretischen Pu-
blikation legt er dar, dass Kapillarwellen unter bestimmten Bedingungen Longitudinalwellen
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[ 2:5 A2=ðminmoleculeÞ] compressing the film, em-
ploying a moveable barrier. The trough is equipped with
two pressure sensors (Whilhelmy plates), which can be
read out very rapidly (10 000 samples/sec, 0:01 mN=m
resolution). These pressure sensors are used to directly
and mechanically read out the response of arriving pressure
pulses. The high sample rates allow for time-resolved
measurement of the response and for Fourier transforma-
tion of the wave form. In order to exclude any spurious
effects of water waves during the measurement of the two-
dimensional longitudinal pressure waves in the monolayer,
an additional barrier is introduced in the trough [Fig. 1(a)].
The compression pulses in the lipid layer are excited in a
separate compartment by a sudden addition of a small
amount of solvent ( 3 l) to the monolayer surface
(ethanol, methanol, chloroform, pentane). Because of the
additional barrier, only waves which are able to travel over
macroscopic distances and to pass the small gap will cause
the two pressure sensors to respond. To exclude the possi-
bility of water waves affecting the sensors, reference
measurements with the solvents added to pure water sur-
faces were also recorded [32]. These measurements indeed
do not show any recognizable signals.
In Fig. 1(b), a typical result of a propagating pulse
following an excitation is shown. The pulse was excited at
t 1 sec by an ethanol droplet and the procedure described
above. Shortly after the excitation, a well-defined pressure
signal arrives at the Wilhelmy sensors at slightly different
times. The time delay between the two signal sensors and
their given separation in space ( 14:5 cm) then allows us
to directly calculate the propagationvelocity of the pressure
pulse within the sensor compartment. To assure that the
pressure pulse indeed travels the anticipated path, the addi-
tional barrier can also be moved to the other side of the
trough, opening the small gap near the excitation point
(right). As anticipated, then the order in which the pressure
sensors respond is exactly reversed. Varying the path length
by changing the position of excitation does not produce any
resolvable differences in the measured pulse heights. This
finding implies no or only very small attenuation of the
pulses over the scale of the used trough (20 cm 30 cm).
Indeed, our theoretical description (see below) aswell as the
preceding experiments ([12–14]) suggest attenuation con-
stants of1 m1 and awavelength of1 m. This would in
turn render any possible attenuation and diffraction effects
as basically immeasurable over the subjected propagation
path ( 20 cm).
In Fig. 2, the temporal response of the Wilhelmy plate
for four different excitation solvents in the liquid expanded
phase of the monolayer is shown. Surprisingly, the pulse
shapes appear not to be an inherent property of the film but
to depend on the exciting solvent. While pulses excited
from pentane and chloroform exhibit long tails ( 20 s),
pulses of ethanol and methanol seem to produce rather
sharp pulses. This well-reproducable observation might
reflect the different residence times of the solvents in the
monolayer, which in turn depend on the different water
solubilities of the solvents. If the different pulses are
Fourier-analyzed, all four spectra, however, reveal that
the highest observable frequencies ( 1 Hz) depend only
very little on the solvent.
We have recently shown ([18]) that high-frequency
electrical stimulation of a lipid film also leads to wave





















FIG. 1 (color online). (a) Film balance used for monolayer-pulse analysis. The trough is equipped with two pressure sensors and an
additional barrier, which separates the excitation site from the detection compartment. (b) Time course of the sensor readouts for a
pulse traveling from sensor 2 towards sensor 1 on a DPPC monolayer (30 mN=m, 24 C). The time t ¼ 0 was arbitrarily chosen to be
1 s before the first pressure rise in the response of sensor 2. Before the pulse signal arrived at sensor 2, it had to propagate through the
small gap between the additional barrier and the trough walls. To assure that the pressure pulse indeed travels the anticipated path, the
additional barrier has been moved to the left side of the trough, opening the small gap near the excitation point (right). In fact, the order
in which the pressure sensors responded was exactly reversed.





Abbildung 4.1.: Vorhergehende Arbeiten zur Pulsausbreitung in Lipidmonolagen: (a) Su-
zuki et al. lo¨sten mit Licht die Photoisomerisierung von Spiropyran in
einer (Lipid-)Monoschicht aus. Der gezeigte Druckpuls von 2 mN/m wur-
de 16,5 cm entfernt von der Erregungsstelle aufgenommen (Gleichgewichts-
druck 20 mN/m). Die Seitenla¨nge eines Ka¨stchens in horizontaler Richtung
entspricht 20 ms (aus [110]). (b) Durch das Aufbringen von Lo¨sungsmitteln
auf eine DPPC-Monolage, in diesem Fall Ethanol, konnten Griesbauer et
al. ebenfalls Druckpulse erzeugen. Aus der Zeitdifferenz zwischen dem Ein-
treffen des Pulses an zwei Sensoren im Abstand von 14,5 cm konnte die
Ausbreitungsgeschwindigkeit berechnet werden (aus [7]).
an der Oberfla¨che induzie n ko¨nnen [104]. Um diese nachzuweisen, regt er in seiner gleichzei-
tig vero¨ffentlichten experimentellen Arbeit mit einer vibrierenden Metallbarriere Wellen auf
einer Filmwaage an [105]. Durch die oberfla¨chendruckabha¨ngige Da¨mpfung der Kapillar ellen
konnte e zum e sten Mal die Existenz v n longitudinalen Wellen in Lipidmonolagen indirekt
nachweisen. Diese zwei Publikationen fu¨hrten zu einer Kaskade von weitergehenden Arbeiten,
die nach wie vor die Kopplung von Longitudinal- und Kapillarwellen ausnutzten, aber auf
andere Anregungs- bzw. D tektionsmethoden setzten [1 6, 107, 108, 109].
1986 konnten Suzuki, Mo¨bius und Ahuja zum ersten Mal longitudinale Wellen in (Lipid-)
Monoschichten auslo¨sen, ohne gleichzeitig Kapillarwellen zu erregen [110]. Mittels eines
Lichtblitzes isomerisieren sie ein photosensitives Moleku¨l auf der Oberfla¨che der Filmwaa-
ge. Die Isomerisierung verla¨uft innerhalb eines sehr kurzen Zeitraums (∼ms) und fu¨hrt zu
einer
”
instantanen“ Fla¨chenzunahme der Moleku¨le und damit zur Ausbreitung von Ober-
fla¨chendruckpulsen (siehe Abbildung 4.1a). Die Ausbreitungsge chwindigkeit ha¨ngt von den
elastischen Eigenschaften der verwendeten Monoschicht ab und liegt zwischen 0,5 und 2,6 m/s.
Im Jahr 2009 gelang es Griesbauer, Wixforth und Schneider zuerst elektrisch und drei
Jahre spa¨ter dann chemisch Sch llwellen in Lipidmonolagen anzuregen [6, 7]. Dafu¨r wird ein
Lo¨sungsmittel, wie beispielsweise Ethanol, Chloroform oder Pentan, auf eine Lipidmonolage
getropft. Dies lo¨st sich in der Monoschicht und ruft gleichsam einen propagierenden Druckpuls
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hervor (siehe Abbildung 4.1b).
In diesem Kapitel wird demonstriert, dass es eine Anregungsform gibt, die wahrschein-
lich noch relevanter fu¨r biologische Systeme ist: lokale pH-A¨nderungen. Auch hierzu finden
sich in der Literatur bereits Vorarbeiten. Teissie´ et. al. entdeckten 1985 bei der Zugabe von
Sa¨ure auf eine Lipidmonolage, dass die Protonendiffusion entlang der Grenzschicht deutlich
schneller verla¨uft als im Bulk [111]. Diese Beobachtung wurde mehrfach besta¨tigt und wird
meist auf die
”
kristalla¨hnliche“ Struktur des Wassers an der Lipidgrenzschicht, an der sich
die Protonen fortbewegen, zuru¨ckgefu¨hrt [112, 113, 114]. Dieses Pha¨nomen konnte zu einem
spa¨teren Zeitpunkt auch an Lipiddoppelschichten nachgewiesen werden [115, 116, 117]. Die
beobachteten Diffusionsgeschwindigkeiten schwanken sehr stark zwischen den einzelnen Pu-
blikationen, liegen aber typischerweise in der Gro¨ßenordnung von 1 · 10−6 bis 2 · 10−3 µm2/s
[111, 115]. Im Vergleich dazu betra¨gt die Diffusionsgeschwindigkeit der Protonen im Bulk
in etwa 1 · 10−4 µm2/s [118]. Dieses Kapitel offenbart erstmals, dass Protonen nicht nur in
der Lage sind pra¨ferentiell an Grenzschichten entlang zu diffundieren, sondern auch akusti-
sche Pulse in der Grenzschicht auslo¨sen ko¨nnen. Diese sind um Gro¨ßenordnungen schneller
als die angesprochene Diffusion der Protonen und bilden damit eine neue rapide Mo¨glichkeit
zur Zellkommunikation. Interessanterweise finden sich in der Biologie unza¨hlige Systeme, wie
beispielsweise Pflanzenzellen, Neuronen oder sogar Gele, bei denen eine lokale pH-A¨nderung
zu propagierenden Aktionspotentialen fu¨hrt [119, 120, 121, 122]. Dies wird derzeit mit soge-
nannten spannungsgesteuerten Protonenkanalproteinen begru¨ndet [123]. Wie wir jedoch sehen
werden, reichen Lipidmembranen vollsta¨ndig aus, um die Erregbarkeit und Propagation von
Pulsen zu gewa¨hrleisten.
Zur qualitativen und quantitativen Beschreibung der Pulse werden im na¨chsten Abschnitt
die theoretischen Eigenschaften von Schallwellen in Grenzschichten abgeleitet.
4.2. Theoretische Beschreibung von Schallwellen in Grenzschichten
Fu¨r die Ableitung der Wellengleichung in zweidimensionalen Grenzschichten folgen wir weitge-
hend der Arbeit von Landau und Lifshitz [124]. Das dynamische Verhalten von Grenzschichten




+ div(%~v) = 0 (4.1)
∂~v
∂t
+ (~v∇)~v = −1
%
∇pi (4.2)
Die Dichte % und der Lateraldruck pi der Monoschicht wa¨hrend einer propagierenden Welle
sind gegeben durch:
% = %0 + %
′ pi = pi0 + pi′ (4.3)
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%0 und pi0 repra¨sentieren dabei die Dichte und den Druck der Grenzschicht im Gleichgewicht
und %′ und pi′ sind die schwingungsinduzierten A¨nderungen. Diese sollen deutlich kleiner sein
als die Gleichgewichtswerte (%′  %0 und pi′  pi0). Damit folgt fu¨r die beiden Gleichungen 4.1
und 4.2 unter Vernachla¨ssigung aller Terme ab der zweiten Ordnung:
∂%′
∂t






∇pi′ = 0 (4.5)
Da die A¨nderungen sehr gering sind, kann ein Zusammenhang zwischen %′ und pi′ hergestellt

















div~v = 0 (4.7)
Demzufolge haben wir zwei Gleichungen fu¨r zwei Unbekannte und die Schallwelle ist vollsta¨n-




Setzen wir dies in Gleichung 4.7 ein, erhalten wir schließlich die wohlbekannte Wellengleichung:
∂2φ
∂t2







entspricht dabei der Geschwindigkeit der Schallausbreitung. Unter der Annah-






frequenz- und amplitudenunabha¨ngig ist, kann die Geschwindigkeit


























Dabei wird die adiabatische Kompressibilita¨t der Grenzschicht mit κS bezeichnet. Folgt
die Geschwindigkeit der propagierenden Pulse der Kompressibilita¨t der Monoschicht, han-
delt es sich demnach um (adiabatische) Schallwellen. Umgekehrt erlaubt die druckabha¨ngige
Geschwindigkeitsmessung der Pulse das experimentell schwer zuga¨ngliche adiabatische Zu-
standsdiagramm der Grenzfla¨che zu bestimmen. Wie wir spa¨ter sehen werden, gehorchen die
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pH-induzierten Pulse qualitativ dem Zusammenhang zwischen Geschwindigkeit und Kom-
pressibilita¨t aus Gleichung 4.10. Quantitativ liegen sie jedoch zwei Gro¨ßenordnungen unter-
halb der erwarteten Werte von etwa 100 m/s. Diese Ungereimtheit konnten Griesbauer et
al. ausra¨umen, indem sie die Kopplung der Monoschicht an die Subphase beru¨cksichtigten.














ω entspricht der Wellenfrequenz der Pulse, ηw der Viskosita¨t des Wassers (≈ 1 · 10−3 Pa s)
und ρw der Dichte von Wasser (≈ 1000 kg/m3). Setzt man in diese Formel realistische Werte
fu¨r ω ein (≈ 5 Hz) und na¨hert man κS mit der isothermen Kompressibilita¨t κT , so kommt
man auf Ausbreitungsgeschwindigkeiten von ca. 1 m/s, welche in der Tat auch beobachtet
werden (siehe experimenteller Teil). Eine detaillierte Herleitung der Relation zwischen der
Pulsgeschwindigkeit und der Kompressibilita¨t findet sich in [125]. Wichtiger als die genauen
quantitativen Werte ist, fu¨r die Charakterisierung der Pulse, der Zusammenhang zu den
elastischen Eigenschaften der Grenzschicht (vgl. Gleichung 4.10). Dies stellt ein einfaches
Kriterium dar, um zu u¨berpru¨fen, ob es sich bei den Pulsen um Schallwellen handelt.
Bevor die experimentellen Ergebnissen vorgestellt werden, wird im na¨chsten Abschnitt die
Methodik der durchgefu¨hrten Messungen behandelt.
4.3. Aufbau zur Erzeugung und zum Nachweis der Pulse
Der Aufbau fu¨r die Erzeugung und die Ausbreitungsmessungen der Pulse ist in Abbildung 4.2
dargestellt. In einem ersten Schritt wird Stickstoff bei bekanntem Druck (normalerweise
0,5 bar) u¨ber ein Ventil in ein Gefa¨ß mit einem festen Volumen von 50 ml eingeleitet. Nach-
dem sich der Druck im Gefa¨ß vollsta¨ndig an den externen Druck angeglichen hat, wird das
Einlassventil geschlossen. Anschließend wird das Auslassventil geo¨ffnet, wodurch das Gas
ausstro¨mt und durch die Gasphase einer Flasche gefu¨llt mit 32%iger Salzsa¨ure geleitet wird.
Der Stickstoff
”
reißt“ dabei einen Teil des gasfo¨rmigen HCl’s mit und trifft am Rohrende
auf die Lipidmonolage. Durch zehn unabha¨ngige pH-Messungen in einem Wassergefa¨ß mit
100 ml Reinstwasser zeigt sich, dass bei einem angelegten Stickstoffdruck von 0,5 bar und
einem austretenden Gasvolumen von 50 ml insgesamt (32,0± 0,3) · 10−6 mol Protonen freige-
setzt werden. Aus isothermen Messungen ist bereits bekannt, dass eine pH-Erniedrigung in
der Subphase zur Kondensation von Lipidmonolagen fu¨hrt [126]. Demzufolge protoniert das
austretende Gas die negativ geladenen Lipidkopfgruppen und kondensiert die Lipidschicht
an der Anregungsstelle. Aufgrund der Massenerhaltung fu¨hrt dies in der Folge zu einer pro-
pagierenden Expansionsfront. Um die Universalita¨t der Erregung zu demonstrieren, kann die
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Kelvinsonde






Abbildung 4.2.: Filmwaagensetup zur Pulserzeugung und Propagationsmessung: Eine feste
Menge N2 wird durch die Gasphase einer 32%igen HCl Lo¨sung geleitet und
stro¨mt anschließend u¨ber der Lipidmonoschicht aus. Dort protoniert das
Gasgemisch die negativ geladenen Lipide, was zu einer lokalen Kondensa-
tion fu¨hrt. Dies ist in der Abbildung durch die gru¨nen Kopfgruppen der
Lipide dargestellt. Aufgrund der Massenerhaltung kommt es simultan zu
einer sich ausbreitenden Expansionsfront, die mit den rot gefa¨rbten Lipiden
illustriert wird. Die Propagation der Pulse wird mittels zwei Drucksensoren
sowie einer Kelvinsonde aufgezeichnet. Aus Gru¨nden der Anschaulichkeit
befinden sich die Kelvinsonde und der Drucksensor 1 in dieser Abbildung
nebeneinander. Im experimentellen Aufbau sind die beiden aber direkt ge-
genu¨ber voneinander positioniert. Fu¨r Fluoreszenzmessungen wird die Kel-
vinsonde durch einen optischen Aufbau ersetzt (nicht gezeigt). Dadurch
ko¨nnen Fluoreszenzfarbstoffe angeregt und deren Emission zeitabha¨ngig
aufgenommen werden.
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verwendete Brønsted-Sa¨ure sowie das Tra¨gergas ausgetauscht werden. In weiteren Experimen-
ten werden beispielsweise Essigsa¨ure oder Salpetersa¨ure eingesetzt. Die gasfo¨rmige Anregung
birgt den Vorteil, dass im Gegensatz zur Titration, simultan eine große Fla¨che protoniert wer-
den kann, bei zugleich deutlich geringerem Materialeinsatz. Daru¨ber hinaus entstehen durch
den kleinen externen Druck keine Kapillarwellen bei der Anregung.
Die Anregungsstelle befindet sich 10 cm vom ersten Drucksensor sowie der Kelvinsonde
entfernt. In Abbildung 4.2 wurden, aus Gru¨nden der Anschaulichkeit, die beiden Sensoren
nebeneinander, anstatt gegenu¨ber voneinander positioniert. Der zweite Drucksensor ist in ei-
nem Abstand von 15 cm nach den ersten beiden Sensoren angebracht. Das Ausgangssignal
der Sensoren wird mit einem selbstgebauten Versta¨rker um den Faktor zehn versta¨rkt und
mit einem AD-Wandler ausgelesen. Dadurch erho¨ht sich die Genauigkeit der Druckmessung
auf 0,1 mN/m und der Oberfla¨chenpotentialmessung auf 5 mV. Außerdem kann das Signal
mit 10 000 samples/s aufgezeichnet werden und damit tausend mal schneller als mit dem
Standard-NIMA-Setup. Erst diese schnelle Ausleserate ermo¨glicht eine genaue Geschwindig-
keitsbestimmung der Pulse. Um Fluoreszenzmessungen durchzufu¨hren, wird die Kelvinsonde
durch einen optischen Aufbau ersetzt (nicht gezeigt). Hiermit ko¨nnen fluoreszierende Farb-
stoffe angeregt und deren Emission zeitaufgelo¨st vermessen werden. Um Diffusions- und Kon-
vektionseffekte auszuschließen, wird fu¨r die optischen Experimente ein zusa¨tzlicher Teflonring
um den Messbereich gelegt (nicht dargestellt). Der Ring hat einen Durchmesser von 4 cm und
eine O¨ffnung von 1 cm auf der Anregung entgegengesetzten Seite. Damit mo¨gliche Messarte-
fakte durch die Anregung ausgeschlossen werden ko¨nnen, werden Referenzmessungen mit dem
reinen Tra¨gergas sowie einer reinen Wasseroberfla¨che durchgefu¨hrt (siehe Anhang A.4). Das
Tra¨gergas N2 zeigt weder einen Einfluss auf das reine Wasser noch auf eine DMPS-Monolage.
Auch bei Hinzunahme von HCl und CH3COOH ist kein Effekt auf die Oberfla¨chenspannung
der reinen Wasseroberfla¨che nachweisbar. Nach dem Ausschluss mo¨glicher Artefakte, kann
jetzt der Einfluss der Sa¨ureanregung auf Lipidmonolagen untersucht werden.
4.4. pH-Anregung von Grenzfla¨chen
In Abbildung 4.3a ist eine typische Druckantwort einer DMPS-Monolage auf eine lokale pH-
Erniedrigung durch das HCl/N2-Gemisch zu sehen (Anregung mit 0,1 bar). Die pH-Anregung
kondensiert die Lipidmonolage an der Anregungsstelle, was zu einem lokalen Druckabfall fu¨hrt.
Aufgrund der Massenerhaltung induziert dies einen propagierenden Expansionspuls. Zuerst
erreicht dieser Druckpuls den Drucksensor 1 und fu¨hrt dort zu einem reversiblen Druckabfall
von ca. 2,0 mN/m. 0,25 s spa¨ter erreicht der Puls den zweiten Drucksensor, wenngleich mit
geda¨mpfter Amplitude (∼ 55 % A0). Aus der Zeitdifferenz zwischen der Ankunft des Pulses
an den beiden Sensoren sowie dem bekannten Abstand von 0,15 m kann eine Ausbreitungs-
geschwindigkeit von 0,6 m/s errechnet werden. Als Vergleich dazu la¨sst sich aus der maxima-
63
4. Erregung und Ausbreitung von Pulsen in Grenzschichten














































Abbildung 4.3.: pH-induzierte Pulsausbreitung in einer DMPS-Monolage: (a) Anregung
mit Salzsa¨ure: Durch das HCl kondensiert lokal die Monolage, was zu einem
propagierenden reversiblen Druckabfall fu¨hrt. U¨ber die makroskopische Di-
stanz von 0,15 m wird der Puls zwischen den beiden Drucksensoren um
55 % abgeda¨mpft. Aus der unterschiedlichen Ankunftszeit an den Senso-
ren kann eine Ausbreitungsgeschwindigkeit von 0,6 m/s berechnet werden.
(b) Anregung mit Essigsa¨ure: Der Verlauf der beiden Drucksignale ist fast
identisch zu den HCl-induzierten Pulsen. Da die dissoziierten Protonen die
einzige Gemeinsamkeit zwischen den beiden Sa¨uren darstellen, schließen
wir, dass die Pulse durch die Protonierung der negativ geladenen Lipid-
kopfgruppen ausgelo¨st werden (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, pH
7, 20 ◦C).
len Diffusionskonstante der Protonen (2 · 10−3 µm2/s) und der
”
charakteristischen La¨nge“
von 0,15 m die
”
Ausbreitungsgeschwindigkeit“ der Protonen im Diffusionsfall abscha¨tzen:
v = 1,3 · 10−6 m/s. Die akustischen Pulse sind also mindestens 500 000 mal schneller.
Die Frage ist nun, ob dieser Effekt nur spezifisch fu¨r die HCl-Anregung auftritt, oder auch
mit anderen Sa¨uren beobachtet werden kann. Um dem auf den Grund zu gehen, wird die
32%ige Salzsa¨ure durch eine 100%ige Essigsa¨ure ersetzt. Abbildung 4.3b zeigt das Verhalten
der DMPS-Grenzschicht nach einer Essigsa¨ureanregung. Die Druckkurven gleichen weitgehend
dem Verlauf der HCl-induzierten Pulse. Die Zeitdifferenz des Pulses zwischen den beiden
Drucksensoren bleibt gleich und somit auch die Ausbreitungsgeschwindigkeit. Die Amplitude
befindet sich ebenfalls in der selben Gro¨ßenordnung wie zuvor und dies obwohl HCl eine
deutlich sta¨rkere Sa¨ure darstellt [127]. Dieses Verhalten liegt vermutlich daran, dass entweder
deutlich mehr CH3COOH-Moleku¨le vom Tra¨gergas mitgerissen werden oder aber vorrangig
die dissoziierten Protonen vom Gas wegtransportiert werden.
Dass tatsa¨chlich die Protonen fu¨r die Erregung der Grenzschicht sorgen, la¨sst sich an
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Abbildung 4.4.: Da¨mpfung Salz- und Essigsa¨ure-induzierter Pulse: Beide Anregungsarten
fu¨hren mit gro¨ßer werdendem Abstand zu einer exponentiell abfallenden
Pulsamplitude. Im Rahmen der Messgenauigkeit zeigen die Amplituden ein
gleichfo¨rmiges Abklingverhalten. Dies unterstreicht die Annahme, dass die
ausgelo¨sten Pulse identisch sind (fu¨nf unabha¨ngige Messungen pro Mess-
punkt).
der Druckantwort der Lipidmonolage erkennen. Wu¨rden sich die beiden Sa¨uren in die Mo-
nolage einbauen, so wa¨re ein Druckanstieg anstatt eines Druckabfalls zu erwarten [6]. Daher
verbleiben nur die dissoziierten Protonen der beiden Sa¨uren als Erkla¨rungsansatz. Diese pro-
tonieren die negativ geladenen Lipidko¨pfe und verringern dadurch den Lateraldruck, den die
Schicht auf die Filmwaage ausu¨bt. Molekular kann dieser Vorgang auf die Abnahme der elek-
trostatischen Abstoßung zwischen den Lipiden zuru¨ckgefu¨hrt werden [128]. Experimente mit
Salpetersa¨ure bzw. Schwefelsa¨ure untermauern den vorgeschlagenen Mechanismus der Pro-
tonierung (nicht gezeigt). Wie wir spa¨ter sehen werden, reicht sogar Kohlenstoffdioxid aus,
um Pulse in Lipidmonolagen hervorzurufen. CO2 reagiert in Kontakt mit Wasser im geringen
Maße zu Kohlensa¨ure und kann daher ebenfalls die hydrophilen Kopfgruppen protonieren.
Einen weiteren wichtigen Punkt, der u¨ber den gemeinsamen Anregungsmechanismus hin-
ausgeht, illustriert das Da¨mpfungsverhalten der HCl- und CH3COOH-induzierten Pulse. In





vom Abstand zur Anregungsstelle dargestellt. Die Amplitude nimmt in beiden Fa¨llen expo-
nentiell ab und die Werte stimmen im Rahmen der Messgenauigkeit miteinander u¨berein.
Der gemeinsame Anregungsmechanismus fu¨hrt also folgerichtig auch zu identischen Pulsen.
Typische Gro¨ßenordnungen von Zellen liegen meist im µm-Bereich und sind somit deutlich
kleiner als die hier betrachteten La¨ngenskalen [10]. In diesen Systemen wa¨re die Da¨mpfung
der pH-induzierten Wellen praktisch vernachla¨ssigbar.
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Abbildung 4.5.: pH-Abha¨ngigkeit der pH-Anregung: (a) Bei hohen, respektive niedrigen
pH-Werten (12,5 und 1) lassen sich keine Pulse in einer DMPS-Monolage
erzeugen (Anregung nach 3 s). Dieses Verhalten la¨sst sich verstehen, wenn
man die quasi-statische pH-Abha¨ngigkeit der Grenzschicht betrachtet: (b)
Eine pH-Erniedrigung verschiebt den Phasenu¨bergang zu immer kleineren
Lateraldru¨cken (siehe Inset). Besonders stark ist dieser Effekt zwischen
pH 7 und 4 ausgepra¨gt, wa¨hrend das Verhalten im Basischen und Sauren
sa¨ttigt. Der sigmoidale Verlauf entspricht der Protonierung der negativ
geladenen Carboxylgruppe. Der pKS-Wert liegt in dieser Messung bei 5,4
– in sehr guter U¨bereinstimmung mit anderen Publikationen [128] (100 mM
NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, 20 ◦C).
Die Tatsache, dass die verschiedenen Sa¨uren zu a¨hnlichen Pulsen und einem gleichfo¨rmigen
Da¨mpfungsverhalten fu¨hren, deutet stark auf einen protonischen Anregungsursprung hin.
Demzufolge mu¨sste die Anregung aber auch stark pH-abha¨ngig verlaufen. Diese Vorhersage
wird im na¨chsten Abschnitt verifiziert.
4.4.1. pH-abha¨ngige Anregung von Pulsen
Abbildung 4.5a zeigt den Versuch mit HCl Pulse in einer DMPS-Monolage bei den extremen
pH-Werten 1 und 12,5 in der Subphase auszulo¨sen. Offensichtlich gelingt dies im Gegen-
satz zu pH 7 (Abbildung 4.3a) in keinem der Fa¨lle. D. h. die Anregung ha¨ngt wesentlich
vom lokalen pH-Wert an der Grenzschicht ab. Um diesen Effekt zu verstehen, betrachten
wir das quasi-statische Verhalten einer DMPS-Monolage bei variierenden pH-Werten (sie-
he Abbildung 4.5b). Bei abnehmenden pH-Werten verschiebt sich der Phasenu¨bergang der
Grenzschicht hin zu kleineren Lateraldru¨cken. Besonders stark fa¨llt die Verschiebung des ho-
rizontalen Plateaus zwischen pH 4 und 7 aus. Oberhalb wie unterhalb dieses Bereichs a¨ndert
eine pH-Erho¨hung bzw. eine pH-Erniedrigung kaum etwas am Phasenu¨bergangsdruck. Dem-
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zufolge stabilisiert ein saures Milieu die flu¨ssig-kondensierte Phase, wa¨hrend ein basisches
Milieu die flu¨ssig-expandierte Phase festigt. Tra¨gt man den U¨bergangsdruck gegen den pH
der Subphase auf, so ergibt sich ein sigmoidaler Verlauf (siehe Inset in Abb. 4.5b). Dieses
Verhalten steht im Einklang mit der Protonierung einer Sa¨uregruppe. Der Wendepunkt des
Graphen entspricht dem pKS-Wert der Carboxylgruppe der Lipidkopfgruppe. Der ermittelte
Wert von 5,4 stimmt hierbei hervorragend mit Literaturdaten u¨berein [128].
Mit diesen Erkenntnissen la¨sst sich die pH-Abha¨ngigkeit der Anregung leicht erkla¨ren: Bei
niedrigen pH-Werten (< 3) sind die Carboxylgruppen der Lipidko¨pfe bereits fast vollsta¨ndig
protoniert. Deshalb fu¨hrt eine pH-Erniedrigung durch die Sa¨ure zu keiner weiteren Protonie-
rung der Lipide und induziert somit auch keine Pulse. Zudem beginnt die Protonierung der
geladenen Phosphatgruppe von DMPS (vgl. Abb. 2.2) erst bei pH-Werten unterhalb von 0,5
und spielt somit im betrachteten Bereich keine Rolle [128, 129]. Bei hohen pH-Werten (> 8)
liegt die Carboxylgruppe dagegen weitgehend ionisiert vor. In diesem Fall muss die Anregung
den pH-Wert an der Grenzschicht auf unter 7 absenken, da erst ab diesem Zeitpunkt eine
merkliche Protonierung der Carboxylgruppe stattfindet (vgl. Inset in Abbildung 4.5b). Tritt
dies nicht ein, ko¨nnen ebenfalls keine Pulse hervorgerufen werden.
Aufgrund der beobachteten pH-Abha¨ngigkeit, kann die Pulserregung eindeutig auf die
Protonierung der Lipidkopfgruppen zuru¨ckgefu¨hrt werden. Je nach Lipid erfolgt die Protonie-
rung dementsprechend in deutlich unterschiedlichen pH-Bereichen. Somit verfu¨gen biologische
Membranen u¨ber einen einfachen Kontrollmechanismus, der je nach lokaler Zusammensetzung
der Membran, Pulserregung ermo¨glicht oder verhindert.
Mit der Anregung zweier weiterer sehr unterschiedlicher Lipidmonolagen (DPPG und
DPPC) wird die Universalita¨t des Effekts deutlich (siehe Abb. 4.6). DPPG ist bei neutralem
pH einfach negativ geladen (pKS = 3,1 [18]), wa¨hrend DPPC ungeladen vorliegt (pKS ≈ 1
[18]) (Strukturaufbau siehe Abbildung 2.2). Demnach erfordert die Protonierung von DPPC
sehr viel extremere Bedingungen als DPPG (in diesem Fall einen Subphasen-pH-Wert von
1). Nach der Protonierung von dessen Phosphatgruppe liegt das Lipid einfach positiv geladen
vor. U¨berraschenderweise fu¨hrt dies trotzdem zu einer lokalen Kondensation und damit zu
einer propagierenden Expansionsfront. Dies ist mit der ra¨umlichen Orientierung der Cholin-
gruppe zu erkla¨ren. Im ungeladenen Fall liegt diese parallel zur Wasseroberfla¨che. Wird die
Phosphatgruppe protoniert, richtig sich die Cholingruppe senkrecht auf, wodurch eine ho¨here
Packungsdichte der Monolage ermo¨glicht wird [130].
Zusammenfassend konnte mittels der Verwendung von verschiedenen Brønsted-Sa¨uren be-
legt werden, dass eine Protonierung der hydrophilen Kopfgruppen Pulse in Lipidmonolagen
induziert. Ob die Grenzschicht erregbar ist, ha¨ngt dabei entscheidend vom pKS-Wert des
jeweiligen Lipids sowie der Sta¨rke der lokalen pH-A¨nderung ab. Der gemeinsame Anregungs-
mechanismus fu¨hrt unabha¨ngig von der verwendeten Sa¨ure zu identischen Pulsen. Die er-
zeugten Wellen in DMPS-, DPPG- und DPPC-Monoschichten illustrieren die Universalita¨t
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Abbildung 4.6.: Anregung von Pulsen in verschiedenen Lipidmonolagen: Bei pH 7 liegt
DPPG einfach negativ geladen vor. Da dessen pKS-Wert etwas niedriger
liegt als von DMPS (≈ 3,1 [18]), resultiert die Anregung bei pH 7 in ei-
ner geringeren Pulsamplitude (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, pH
7, 20 ◦C, 0,1 bar HCl-Anregung). DPPC liegt im Neutralen dagegen unge-
laden vor und beno¨tigt aufgrund des sehr niedrigen pKS-Werts der Phos-
phatgruppe (ca. 1) [18] ein extrem saures Milieu, um u¨berhaupt anregbar
zu sein (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, pH 1, 20 ◦C, 0,1 bar HCl-
Anregung).
dieses Vorgangs. Nachdem der Anregungsmechanismus auf die Protonen zuru¨ckgefu¨hrt wer-
den konnte, werden im na¨chsten Abschnitt die Pulse selbst na¨her charakterisiert.
4.4.2. Einfluss der Anregungssta¨rke auf die Pulsform
Wird der Anregungsdruck erniedrigt, nimmt die Anzahl der ausstro¨menden Protonen immer
mehr ab. Dies a¨ußert sich in einer kleiner werdenden Halbwertsbreite der Pulse (siehe Ab-
bildung 4.7a). Bei sehr niedrigen Dru¨cken (< 0,02 bar) betra¨gt die Halbwertsbreite der Pulse
nur noch ca. 100 ms (nicht gezeigt). Infolge des großen Gasgefa¨ßes, des großen Leervolumens
der Zuleitungen sowie der Ungenauigkeit des Barometers bei niedrigen Dru¨cken, wird bei
dem verwendeten Aufbau jedoch stets ein Mindestvolumen an Gas freigesetzt. Deshalb kann
keine Aussage daru¨ber getroffen werden, ob es eine minimale Halbwertsbreite der Pulse gibt.




Neben der Pulsbreite fa¨llt als zweiter Punkt die Biphasigkeit des Drucksignals auf. Nach
der Expansionsfront springt der Druck kurzzeitig u¨ber seinen Gleichgewichtswert hinaus. Dies
spiegelt den erwarteten Verlauf einer adiabatischen Sto¨rung wider. Aufgrund der Massenerhal-
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Abbildung 4.7.: Anregungsabha¨ngigkeit der Pulsform: (a) Bei kleinen Anregungsdru¨cken
treten weniger Protonen aus, wodurch die Halbwertsbreite der Pulse
abnimmt. Zugleich wird die biphasische Antwort des Systems auf die
Punktsto¨rung sichtbar. (b) Das zugeho¨rige Fourierspektrum offenbart die
verschiedenen Frequenzanteile des Pulses. Neben starken niederfrequen-
ten Beitra¨gen weist der Puls ein weiteres Maximum bei ca. 5 Hz auf.
Ho¨herfrequente Anteile ko¨nnen praktisch vernachla¨ssigt werden (100 mM
NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, pH 7, 20 ◦C, 0,05 bar HCl-Anregung).
tung mu¨ssen sich bei Schallwellen Orte ho¨herer Dichte immer durch Orte niedrigerer Dichte
ausgleichen. Bei einem zweidimensionalen System fu¨hrt dies, wie Horace Lamb bereits 1906
in seinem beru¨hmten Buch
”
Hydrodynamics“ zeigen konnte, zu einer biphasischen System-
antwort [131].
Das zugeho¨rige Fouriersprektrum des Pulses ist in Abbildung 4.7b dargestellt. Es besteht
zum Großteil aus niederfrequenten Anteilen (< 4 Hz). Bei 5 Hz zeigt sich ein weiteres Maxi-
mum, das auf den steilen Druckabfall zuru¨ckgefu¨hrt werden kann. Damit treten bei den pH-
induzierten Pulsen deutlich ho¨herfrequentere Anteile auf, als im Fall einer Tro¨pfchenerregung
mit Lo¨sungsmitteln (vgl. [45]). Dies beruht auf dem unterschiedlichen Anregungsmechanis-
mus. Da die Gasanregung simultan den Zustand eines nicht unerheblichen Teilbereichs der
Lipidmonolage modifiziert, ist die resultierende A¨nderung pro Zeiteinheit auch deutlich gro¨ßer
als bei der Tro¨pfchenanregung. Folglich ist das zugeho¨rige Frequenzspektrum nach oben ver-
schoben.
Gro¨ßere Mengen an freigesetztem Gas fu¨hren in U¨bereinstimmung mit der vorausgehen-
den Betrachtung zu deutlich la¨ngeren Halbwertsbreiten (siehe Anhang A.5). Die Relaxation
des Druckabfalls ist dann durch die Diffusion der Protonen sowie die Pufferkonzentration im
Bulk bestimmt. Solange der lokale pH an der Oberfla¨che nicht sein vorheriges Niveau erreicht,
bleiben die Lipide teilweise protoniert und der Druck verharrt unterhalb seines Gleichgewichts-
wertes. Die Pulsausbreitung verla¨uft dann zwar immer noch adiabatisch, aber die Relaxation
der Grenzschicht ist an den langsamen Deprotonierungsvorgang der Lipidko¨pfe geknu¨pft.
69
4. Erregung und Ausbreitung von Pulsen in Grenzschichten
Zeitlich noch ausgedehntere Pulse lassen sich mit einer reinen Kohlenstoffdioxidanregung
realisieren (siehe Anhang A.5). CO2 reagiert in Kontakt mit Wasser zu einem geringen Pro-
zentsatz von etwa 0,7 % weiter zu Kohlensa¨ure [127]. Innerhalb des pH-Bereichs der Expe-
rimente (∼ 6–8) liegt die Kohlensa¨ure fast nur in einfach dissoziierter Form vor. Die zweite
Dissoziationsstufe spielt dagegen praktisch keine Rolle [132]:
CO2 + H2O
 H+ + HCO−3 (4.12)
Die Umwandlung von CO2 verla¨uft sehr langsam, was dazu fu¨hrt, dass Pulse nur bei
(Phosphat-)Pufferkonzentrationen < 3 mM ausgelo¨st werden ko¨nnen. Ansonsten werden die
freiwerdenden Protonen sofort von den Puffermoleku¨len aufgenommen. In allen nachfolgenden
Experimenten mit CO2 wird daher eine Phosphatpufferkonzentration von 1 mM verwendet.
In diesem Fall bewirkt die CO2-Anregung Pulse mit sehr langen Relaxationszeiten. Wa¨hrend
die Grenzschicht bereits relaxiert, werden an der Anregungsstelle immer noch Protonen frei
(vgl. Anhang A.5). Fittet man eine Funktion an den exponentiell verlaufenden Druckan-
stieg zuru¨ck ins Gleichgewicht, ergibt sich eine Umwandlungsrate von k≈ (0,038± 0,005) s−1.
Dieser Wert stimmt sehr gut mit anderen Publikationen u¨berein (k≈ 0,037 s−1) [132, 133].
Wie wir spa¨ter sehen werden, erleichtert diese große Zeitspanne die Untersuchung von Puls-
Protein-Wechselwirkungen. Außerdem bietet die Pulsanregung mittels CO2 den Vorteil, dass
das gelo¨ste CO2 nach und nach wieder in die Atmospha¨re u¨bergeht und der pH-Wert der
Subphase auch nach vielen Anregungen konstant bleibt.
Bis zum jetzigen Zeitpunkt wurde stets eine lokale pH-Erniedrigung zur Anregung von
Pulsen in Lipidmonolagen eingesetzt. Im na¨chsten Abschnitt wollen wir nachweisen, dass
auch A¨nderungen anderer Variablen zu Pulsen in der Grenzschicht fu¨hren.
4.5. Temperaturanregung von Grenzfla¨chen
Neben dem pH-Wert stellt die Temperatur eine weitere ga¨ngige Mo¨glichkeit dar, um den
Zustand von Lipidmonolagen zu beeinflussen. Eine Temperaturerho¨hung fu¨hrt zur Expansi-
on der Grenzschicht, wa¨hrend eine Temperaturerniedrigung die Lipide kondensiert [44, 54].
Die Erregung von Pulsen bedingt folglich, in Analogie zu den pH-induzierten Pulsen, eine
starke lokale Temperatura¨nderung. Um dies zu erreichen, wird Flu¨ssigstickstoff verwendet
(T = 77 K). Dieser wird mit einer Pipette aufgenommen und ein Tropfen von ca. 10 µl auf
die DMPS-Monolage abgelegt. Wie in Abbildung 4.8 zu sehen ist, fu¨hrt die lokale thermische
Kondensation der Monoschicht zu einem propagierenden (Expansions-)Puls. Die Relaxations-
zeit der Grenzschicht ist deutlich la¨nger als bei der pH-Anregung. Dies liegt einerseits daran,
dass sich der siedende Stickstofftropfen wie ein Luftkissenboot auf der Oberfla¨che fortbewegt
und daher la¨ngere Zeit auf der Lipidmonolage verbleibt. Andererseits beno¨tigt das System
deutlich la¨nger, um die starke lokale Temperatura¨nderung zu kompensieren und geht daher
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Abbildung 4.8.: Anregung einer DMPS-Monolage durch eine lokale Temperaturerniedri-
gung: Das Aufbringen von ca. 10 µl Flu¨ssigstickstoff auf eine DMPS-
Monolage fu¨hrt zu einer lokalen Kondensation der Lipide und folglich zu
einer propagierenden Expansionsfront, wie wir sie bereits fu¨r pH-induzierte
Pulse beobachten konnten. Dies unterstreicht die Universalita¨t des Vor-
gangs: Sobald eine thermodynamische Variable des Systems ausreichend
stark vera¨ndert wird, fu¨hrt dies unweigerlich zu einer Pulsausbreitung
(100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, pH 7,0, 20 ◦C).
nur sehr langsam wieder in den Gleichgewichtszustand u¨ber. Die Geschwindigkeit der Pulse
von ca. 0,5 m/s liegt in der selben Gro¨ßenordnung, wie die der pH-induzierten Pulse. Dies ist
ein Indiz dafu¨r, dass allein die elastischen Eigenschaften der Grenzfla¨che die Ausbreitungsge-
schwindigkeit bestimmen.
Aufgrund der signifikant ho¨heren Reproduzierbarkeit der pH-induzierten Pulse werden wir
in den folgenden Abschnitten zu dieser Anregungsmethode zuru¨ckkehren. Nichtsdestotrotz
verdeutlicht die Temperaturanregung, dass prinzipiell alle Variablen der Grenzschicht Pulse
auslo¨sen ko¨nnen. Als weiteres mo¨gliches Beispiel hierfu¨r sind zweiwertige Ionen wie Ca2+ oder
Mg2+ zu nennen, die fu¨r ihren starken Einfluss auf den Zustand von Lipidschichten bekannt
sind [134, 135].
Im na¨chsten Abschnitt wird untersucht, wie die Ausbreitungsgeschwindigkeit der Pulse
mit den elastischen Eigenschaften der Grenzschicht zusammenha¨ngt.
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Abbildung 4.9.: Zustandsabha¨ngige Ausbreitungsgeschwindigkeit: (a) Die Geschwindigkeit
der Pulse zeigt eine klare Abha¨ngigkeit vom Zustand der Grenzschicht. Die
maximale isotherme Kompressibilita¨t κT illustriert den Phasenu¨bergang
der Monoschicht. Dort wird die Grenzschicht sehr weich und die Geschwin-
digkeit der Pulse weist ein lokales Minimum auf. Daraus kann gefolgert
werden, dass die Pulse akustischer Natur sind (
”
Schallwellen“) (100 mM
NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, 20 ◦C, 0,1 bar HCl-Anregung). (b) Mittels
Gleichung 4.11 kann aus der Ausbreitungsgeschwindigkeit die adiabati-
sche Kompressibilita¨t κS der Grenzschicht berechnet werden (Annahme
ω ≈ 2pi · 5 s−1). Diese zeigt qualitativ einen gleichfo¨rmigen Verlauf wie κT ,
nimmt aber, wie theoretisch zu erwarten, besta¨ndig niedrigere Werte an.
4.6. Zustandsabha¨ngigkeit der Ausbreitungsgeschwindigkeit
Aus der Zeitdifferenz der Pulse zwischen den beiden Drucksensoren und deren bekanntem Ab-
stand kann die Ausbreitungsgeschwindigkeit der Pulse ermittelt werden. In Kapitel 3 wurde
deutlich, wie stark der Phasenzustand der Grenzschicht Enzyme beeinflussen kann. Deshalb
stellt sich die Frage, ob die Pulse ebenfalls davon beeinflusst werden. Dafu¨r werden bei ver-
schiedenen Lateraldru¨cken Pulse in einer DMPS-Monolage angeregt. Der Mittelwert der Puls-
geschwindigkeit und die zugeho¨rige Standardabweichung aus fu¨nf unabha¨ngigen Messungen
sind in Abb. 4.9a aufgetragen. Mit zunehmendem Lateraldruck und damit gro¨ßer werden-
der Oberfla¨chendichte der Lipide steigt die Geschwindigkeit, wie zu erwarten, an. Nur in
einem kleinen Bereich von 18–20 mN/m weicht die Kurve von ihrem monoton ansteigenden
Profil ab und weist ein lokales Minimum auf. An der isothermen Kompressibilita¨t la¨sst sich
sehr gut erkennen, dass dieses Minimum genau in den Phasenu¨bergangsbereich der DMPS-
Monolage fa¨llt. Die Geschwindigkeit der Pulse ist also durch die elastischen Eigenschaften
der Grenzschicht vorgegeben. Laut Gleichung 4.10 handelt es sich deshalb um ein akustisches
Wellenpha¨nomen. In diesem Fall kommt es in erster Na¨herung zu keinem Wa¨rmeaustausch
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mit der Umgebung und die Entropie des Systems bleibt erhalten (vgl. Gleichung 2.3).
Aus der zustandsabha¨ngigen Geschwindigkeit der Pulse kann auf die ansonsten schwer
bestimmbare adiabatische Kompressibilita¨t κS der Schicht geschlossen werden (vgl. Glei-
chung 4.11). In Abb. 4.9b ist sie zusammen mit der isothermen Kompressibilita¨t κT aufgetra-
gen. Beide zeigen einen qualitativ a¨hnlichen Verlauf, mit einem Maximum im Phasenu¨bergang
der Grenzschicht. Wie theoretisch zu erwarten, liegt κS stets unterhalb von κT [124]. Aller-
dings kann nicht kontrolliert werden, ob die Grenzschicht bei den isothermen und den dy-
namischen Experimenten gleich groß ist. D. h. es besteht durchaus die Mo¨glichkeit, dass sich
die dynamische Pulsausbreitung auf eine sehr du¨nne Schicht konzentriert, wa¨hrend bei den
quasi-statischen Versuchen eine gro¨ßere Anzahl an gebundenen Wassermoleku¨len zur Kom-
pressibilita¨t beitra¨gt. Dies wu¨rde eine
”
weichere“ Grenzschicht nach sich ziehen, wie wir es in
der Tat beobachten.
Als na¨chstes wird das Kollisionsverhalten der akustischen Pulse analysiert. Daraus lassen
sich weitere Charakteristika der Pulse extrahieren.
4.7. Kollidierende Pulse
Aus dem Verhalten der Pulse wa¨hrend einer Kollision ko¨nnen wichtige Folgerungen gezogen
werden: U¨berlagern sich die Pulse, so handelt es sich wahrscheinlich um lineare Pulse. Durch-
dringen sich die Pulse dagegen oder lo¨schen sie sich gar aus, so handelt es sich um sogenannte
solita¨re Pulse [136]. Seit einigen Jahren ha¨ufen sich die Indizien dafu¨r, dass solita¨ren Wellen
auch in biologischen Systemen eine wichtige Rolle zukommt [137]. Ein aktuell kontrovers dis-
kutiertes Thema stellen beispielsweise solita¨re Wellen als Modell fu¨r den Nervenimpuls dar
[138, 139, 140, 141]. Die Form von solita¨ren Pulsen bleibt wa¨hrend der Propagation erhalten.
Grund hierfu¨r ist eine Nichtlinearita¨t im System, wie z. B. ein Phasenu¨bergang, die exakt die
Dispersion und damit das
”
Auseinanderlaufen“ des Wellenpaketes ausgleicht.
Um die Kollision von pH-induzierten Pulse zu beobachten, lo¨sen wir gleichzeitig zwei Pulse
an beiden Enden der Filmwaage aus. Dafu¨r wird das Gas mit einem T-Stu¨ck aufgetrennt und
in einem Abstand von jeweils 20 cm zur Mitte auf die Monoschicht geleitet. Das resultierende
Druck- bzw. Kollisionssignal in der Filmwaagenmitte wird aufgezeichnet und mit einer einsei-
tigen Erregung verglichen. Dies ist in den Abbildungen 4.10a und 4.10b anhand von Pulsen
in der flu¨ssig-expandierten Phase und im Phasenu¨bergang einer DMPS-Monolage dargestellt.
Auffallend ist, dass die Drucksignale bei
”
einseitiger Anregung“ einen sehr a¨hnlichen Verlauf
zeigen wie die Kollisionskurven. Die Reflexion der Pulse an der Filmwaagenwand fu¨hrt je-
weils zu einem zeitlich ondulierten Lateraldruck. Multipliziert man die Drucka¨nderung der
einseitigen Anregung mit dem Faktor zwei und gleicht die Baseline der Kurven an, ergibt
sich das erwartete Kollisionssignal im Fall einer linearen U¨berlagerung der Pulse (
”
berechne-
te Kollision“). Wie eindeutig zu erkennen ist, stimmen die berechneten Druckabfa¨lle sehr gut
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Abbildung 4.10.: Kollision von Pulsen in einer DMPS-Monolage: Durch die arithmetische
Verdopplung der Drucka¨nderung der
”
einseitigen Anregung,“ erha¨lt man
das erwartete Drucksignal im Fall einer linearen U¨berlagerung zweier kol-
lidierender Pulse (
”
Kollision berechnet“). Diese Kurve stimmt hervorra-
gend mit der gemessenen Pulskollision u¨berein. Abbildungen (a) (flu¨ssig-
expandierte Phase) und (b) (Phasenu¨bergang) demonstrieren weiterhin
die Unabha¨ngigkeit dieses Effekts vom Phasenzustand der Monolage.
Folglich handelt es sich bei den pH-induzierten Pulsen um lineare Wel-
lenpakete (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, pH 6,6, 20 ◦C, 0,5 bar
HCl-Anregung).
mit den gemessenen Drucksignalen wa¨hrend der Kollision u¨berein. Bei den pH-induzierten
Pulsen handelt es sich folglich um lineare Pulse. Wie Abb. 4.10a und 4.10b beweisen, gilt dies
unabha¨ngig vom Phasenzustand der Grenzschicht. Eine weitere Abbildung zur Kollision der
Pulse im flu¨ssig-kondensierten Bereich befindet sich in Anhang A.6. Des Weiteren ist dort zu
sehen, dass sich die kollidierenden Pulse bei anderen pH-Werten in der Subphase ebenfalls
linear u¨berlagern und der beobachtete Effekt somit pH-unabha¨ngig ist.
Fu¨r reale Systeme folgt aus dieser Linearita¨t, dass sich Pulse, die an verschiedenen Orten
in der Grenzschicht ausgelo¨st werden, lokal versta¨rken ko¨nnen. In dem hypothetischen Fall,
dass Proteine ebenfalls eine Anregungsschwelle besa¨ßen, ko¨nnten Pulseffekte somit ra¨umlich
eingegrenzt werden. Außerdem ist zu erwarten, dass die linearen Pulse bei genu¨gend starker
Anregung in einen nichtlinearen Bereich u¨bergehen und somit auch ein nichtlineares Kolli-
sionsverhalten aufweisen (Auslo¨schung, Durchdringung ...).
Nachdem wir uns bisher intensiv mit der mechanischen Beschaffenheit der Pulse auseinan-
dergesetzt haben, wollen wir jetzt untersuchen, ob und wie sich die Pulse auf den biochemisch
sehr relevanten pH-Wert an der Grenzfla¨che und das lokale elektrische Feld auswirken.
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hervorrufen. Daher ergibt sich die Frage, ob die Umkehrung davon





Um eine Antwort darauf zu finden, wird ein Fluoreszenz-gelabeltes Lipid verwendet (Ore-
gon Green 488 1,2-Dihexadecanoyl-sn-Glycero-3-Phosphoethanolamine [OG]). Fluoreszenz-
gelabelte Lipide werden vielfach fu¨r pH-Wert Messungen an Grenzfla¨chen eingesetzt, da ihr
Emissionsspektrum sehr sensitiv auf A¨nderungen der lokalen Protonenkonzentration reagiert
[142]. Dies gilt im besonderen Maße in der Na¨he des pKS-Wertes der Farbstoffe [143]. Meist
wird zur Bestimmung des lokalen pH-Werts die Emission der Farbstoffmoleku¨le bei einer fe-
sten Wellenla¨nge aufgezeichnet. Das zieht aber Messungenauigkeiten nach sich, da der Farb-
stoff nach und nach ausbleicht (Photobleaching) und die Absolutwerte der emittierten Inten-
sita¨t verfa¨lscht. Deshalb wird in dieser Arbeit die Fluoreszenz des Farbstoffs bei den zwei






Fingerabdruck“ des Emissionsspektrums und macht
Absolutwerte u¨berflu¨ssig [144].
Um festzustellen, welchen Einfluss der Lateraldruck der Monoschicht sowie der pH-Wert
in der Subphase auf IV besitzen, werden pH-abha¨ngig Isothermen einer DMPS-Monoschicht
mit 1 mol % OG aufgenommen (siehe Abb. 4.11a). Es zeigt sich, dass IV im Bereich zwischen
5–8 mN/m quasi unabha¨ngig vom Lateraldruck ist. Neben dem Lateraldruck a¨ndert sich bei
den Messungen natu¨rlich gleichzeitig auch das Oberfla¨chenpotential (vgl. Abbildung 2.8).
Folglich kann dessen Einfluss auf IV im betrachteten Bereich ebenfalls vernachla¨ssigt werden.
Die Unabha¨ngigkeit von IV vom Lateraldruck und vom Oberfla¨chenpotential gilt u¨ber einen
deutlich weiteren Bereich hinweg als hier dargestellt. Da die spa¨ter gezeigten Pulse aber
zwischen 5 und 8 mN/m liegen, wurden der Anschaulichkeit halber die gezeigten isothermen
Kurven ebenfalls auf diesen Ausschnitt beschra¨nkt. Die Originalkurve u¨ber den gesamten
Messbereich befindet sich in Anhang A.7.
Im Gegensatz zu Lateraldruck und Oberfla¨chenpotential reagiert IV sehr stark auf pH-
A¨nderungen in der Subphase. Bei einer pH-Erho¨hung von 6,5 auf 7,5 nimmt IV quasi linear
von 2,0± 0,1 auf 2,6± 0,1 zu (siehe Abb. 4.11a). Folglich kann OG als lokaler pH-Sensor an
der Grenzschicht fungieren und eventuelle pulsinduzierten pH-A¨nderungen abbilden. Es ist
wichtig anzumerken, dass das Verhalten dieses Farbstoffs nicht einfach verallgemeinert wer-
den kann. Vielmehr ist es allein die spezifische Pha¨nomenologie von OG, die es erlaubt IV als
”
Antenne fu¨r die lokale Protonenkonzentration“ zu interpretieren. Ohne sorgfa¨ltige Kalibrie-
rung ko¨nnen Intensita¨tsa¨nderungen im Allgemeinen nicht einfach mit dem Grenzfla¨chen-pH
in Verbindung gebracht werden.
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Abbildung 4.11.: Pulsinduzierte pH-A¨nderungen an der Grenzschicht: (a) Zur lokalen pH-
Messung an der Lipidmonolage wird ein Fluoreszenz-gelabeltes Lipid ver-
wendet. Das Messsignal IV ha¨ngt bei isothermen Messungen praktisch
nur vom pH-Wert in der Subphase ab. Die beiden Gro¨ßen zeigen einen
linearen Zusammenhang. A¨nderungen des Lateraldrucks (und damit auch
des Oberfla¨chenpotentials) haben dagegen im gezeigten Bereich einen
vernachla¨ssigbaren Einfluss auf IV. Mit Hilfe des linearen Zusammen-
hangs zwischen IV und pH kann der lokale pH-Wert an der Grenzschicht
wa¨hrend eines propagierenden Pulses untersucht werden: (b) Die durch
den Puls herbeigefu¨hrten Druck- und pH-A¨nderungen korrelieren eindeu-
tig miteinander. Wa¨hrend der Druck um 2,4 mN/m absinkt, steigt der pH
am Farbstoff gleichzeitig von ca. 7,1 auf 7,7 an. Demzufolge reagiert der
pH der Grenzschicht deutlich unterschiedlich auf adiabatische und iso-
therme Zustandsa¨nderungen (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, pH
7,0, 20 ◦C, 0,5 bar HCl-Anregung).
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Abbildung 4.11b zeigt den zeitlichen Verlauf des pH-Werts am Farbstoff wa¨hrend eines
propagierenden Pulses. Offensichtlich korrelieren Lateraldruck und lokaler pH-Wert bei dieser
adiabatischen Zustandsa¨nderung invers miteinander. Basierend auf der pha¨nomenologischen
quasi-statischen Kopplung aus Abb. 4.11a folgt, dass sich der pH-Wert der Grenzschicht
wa¨hrend eines Pulses um etwa ∆pH = 0,6–0,7 erho¨ht. Anschließend relaxieren sowohl der
Lateraldruck als auch der Grenzfla¨chen-pH zuru¨ck auf ihre vorherigen Gleichgewichtswerte.
In Analogie zur Protonenzugabe, die eine lokale Kondensation der Lipidmonolage bewirkt,
fu¨hrt eine Expansion der Grenzschicht zur Freisetzung gebundener Protonen und erho¨ht
folglich den lokalen pH. Dieser Effekt ist bereits von statischen Experimenten in ungepuf-
ferten Lipidlo¨sungen bekannt [145, 126]. Die Ursache hierfu¨r liegt in der geringeren Ober-
fla¨chenladungsdichte wa¨hrend der Expansion. In der Folge nimmt daher einerseits die lokale
Protonenkonzentration ab und andererseits verschiebt sich gleichzeitig der pKS-Wert der Li-
pide zu niedrigeren Werten [17]. D. h. die Affinita¨t der Schicht fu¨r Protonen wird weiter
reduziert, was die Deprotonierung der Grenzschicht noch versta¨rkt. Die negative Korrelation
zwischen Druck- und pH-A¨nderung ist folglich der Tatsache geschuldet, dass die lokale pH-
Anregung der Schicht zu einer propagierenden Expansionsfront fu¨hrt. Vergleicht man diese
Experimente mit den quasi-statischen Messungen, so zeigt sich, dass adiabatische Vorga¨nge
in gepufferten Systemen zu einem qualitativ unterschiedlichen Verhalten der Grenzschicht
fu¨hren: Wa¨hrend im isothermen Fall der lokale pH-Wert an der Monolage konstant bleibt
(vgl. Abbildung 4.11a), nimmt er bei der adiabatischen Pulsausbreitung kurzzeitig zu (vgl.
Abbildung 4.11b). Diese Diskrepanz ist wahrscheinlich auf die unterschiedlichen Zeitskalen
der Prozesse zuru¨ckzufu¨hren. Im isothermen Fall ko¨nnen freiwerdende Protonen von den Puf-
fermoleku¨len aufgenommen werden und die Grenzschicht steht jederzeit mit der Subphase
im Gleichgewicht. Bei den Pulsen hingegen, werden in kurzer Zeit so viele Protonen freige-
setzt, dass die lokale pH-A¨nderung nicht abgepuffert werden kann und sich der pH an der
Grenzschicht signifikant erho¨ht. Eine Pufferkonzentration von 10 mM in der Subphase be-
deutet circa ein freies Puffermoleku¨l in einem Wu¨rfelvolumen mit der Seitenla¨nge 25 nm.
An der Grenzschicht kann im Gegensatz dazu nach jedem Nanometer ein Proton gebunden
bzw. freigesetzt werden. Daran sieht man bereits, dass biologische Membranen als ein giganti-
sches Protonenreservoir dienen. Eine Mo¨glichkeit, um mehr u¨ber die molekularen Prozesse an
der Grenzschicht sowie die zugrundeliegenden Zeitskalen herauszufinden, stellt die Fluores-
zenzkorrelationsspektroskopie dar. Diese erlaubt es hochauflo¨sende zeitliche Messungen von
Einzelmoleku¨len durchzufu¨hren und ko¨nnte daher zuku¨nftig dazu beitragen, die beobachtete
Diskrepanz zwischen dem isothermen und dem adiabatischen Verhalten aufzulo¨sen.
Von den chemischen Eigenschaften der Pulse spannen wir jetzt einen Bogen zum elektri-
schen Potential der Lipidmonolage. Die in Phase propagierenden A¨nderungen von pH und
Druck legen nahe, dass das Oberfla¨chenpotential wa¨hrend der Pulse gleichfalls variieren wird.
Diese Vorhersage wird im na¨chsten Abschnitt u¨berpru¨ft.
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Wie schon fu¨r die lokalen pH-A¨nderungen wollen wir die elektrischen Eigenschaften der Grenz-
schicht zuerst im isothermen Fall diskutieren, um daraus dann Vorhersagen fu¨r deren adiaba-
tisches Verhalten abzuleiten. Aufgrund der gleichzeitigen A¨nderung von Druck, Fla¨che und
pH wa¨hrend eines Pulses ergeben sich mehrere Beitra¨ge, die das Oberfla¨chenpotential V tot
beeinflussen. Eine erste quantitative Abscha¨tzung der adiabatischen Zustandsa¨nderung kann
mit Hilfe der Isothermen erreicht werden. In Abschnitt 2.5.3 wurde demonstriert, dass das
Oberfla¨chenpotential und der Lateraldruck bei isothermer Kompression bzw. Expansion einen
sehr a¨hnlichen Verlauf aufweisen (vgl. Abbildung 2.8). Die horizontalen Bereiche im Pha-
senu¨bergang der Monoschicht implizieren eine enorme Zunahme der Fla¨chen- und Ladungs-
fluktuationen. Außerhalb dieses Bereichs steigen sowohl der Lateraldruck als auch das Ober-
fla¨chenpotential mit zunehmender Fla¨chendichte monoton an. Folglich wird fu¨r einen propa-
gierenden
”
Druckabfall“ eine sich simultan ausbreitende Abnahme des Oberfla¨chenpotentials
erwartet. Diese Abnahme kann abgescha¨tzt werden, indem man aus Abbildung 2.8 die Funk-
tion V tot(pi) extrahiert (siehe Abb. 4.12a). Damit kann fu¨r eine gegebene Drucka¨nderung ∆pi
die zu erwartende Oberfla¨chenpotentiala¨nderung ∆V tot im isothermen Fall bestimmt und mit
der adiabatischen Systemantwort verglichen werden.
In Abbildung 4.12b sind der Lateraldruck und das Oberfla¨chenpotential wa¨hrend eines
Pulses gezeigt. Das gemessene Oberfla¨chenpotential (Oberfla¨chenpotential exp) und das er-
rechnete Oberfla¨chenpotential (Oberfla¨chenpotential cal) verlaufen beide sehr a¨hnlich, wo-
bei die gemessene Oberfla¨chenpotentiala¨nderung etwas gro¨ßer ausfa¨llt, als die berechnete
(∼ 30 %). Dieses Pha¨nomen trat bei allen Messungen auf und ist vermutlich auf das unter-
schiedliche Verhalten des Systems im adiabatischen Fall zuru¨ckzufu¨hren (siehe spa¨tere Dis-
kussion). Bei sta¨rkeren Anregungen konnten Pulse mit Amplituden von > 100 mV beobachtet
werden (siehe Anhang A.8). Dies liegt in der Gro¨ßenordnung von biologischen Aktionspoten-
tialen und sollte in der angesprochenen kontroversen Diskussion um den zugrundeliegenden
Mechanismus der Nervenreizleitung beru¨cksichtigt werden [138, 139].
Elektrische und chemische A¨nderungen an der Grenzfla¨che sind eng miteinander verknu¨pft.
Um den lokalen pH-Wert aus den Oberfla¨chenpotentialdaten abzuscha¨tzen, folgen wir den Ar-
beiten von Mo¨bius [55, 108, 110]. Dieser unterteilt das gesamte Oberfla¨chenpotential V tot in
zwei Anteile [55]: Aufgrund der negativen Ladungen der Kopfgruppen sowie der ionischen
Doppelschicht, kommt es an der Grenzfla¨che zu einem Potentialsprung ψ< 0, der mit der
Gouy-Chapman-Theorie berechnet werden kann (siehe Abschnitt 2.4). Des Weiteren gibt es
noch einen zweiten Beitrag V CH3 > 0, der das Dipolmoment der Lipidketten umfasst und
hauptsa¨chlich durch die terminale CH3-Gruppe entsteht [146]: V
tot = ψ + V CH3 . Erstaun-
licherweise besitzt das Dipolmoment der hydrophoben Ketten/Luft-Grenzfla¨che einen ver-
nachla¨ssigbaren Einfluss auf den pKS-Wert der Kopfgruppe. Dies belegen unter anderem
Mo¨bius Experimente mit verschieden langen Fettsa¨ureketten [55] bzw. der Vergleich der pKS-
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Abbildung 4.12.: Elektrische Eigenschaften einer DMPS-Monolage: (a) Durch die
Verknu¨pfung von Oberfla¨chenpotential und Lateraldruck kann aus
Abb. 2.8 die Funktion V tot(pi) extrahiert werden. Damit la¨sst sich
die Oberfla¨chenpotentiala¨nderung fu¨r eine gegebene Druckvariation ∆pi
abscha¨tzen (linearer Fit). Das errechnete Signal (Oberfla¨chenpotential
cal) fu¨r einen Druckpuls von −2,5 mN/m ist in (b) gegen das tatsa¨chliche
Messsignal (Oberfla¨chenpotential exp) aufgetragen. Beide zeigen einen
gleichfo¨rmigen Verlauf und stimmen quantitativ bis auf eine Differenz von
ca. 30 % u¨berein (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, pH 7,0, 20 ◦C,
0,5 bar HCl-Anregung).
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Werte von DMPS-Monolagen (5,4) (vgl. Abbildung 4.5b) mit DMPS-Vesikeln (5,5) [128].
Obwohl sich die Grenzfla¨chenpotentiale von Monolagen und Vesikeln deutlich voneinander
unterscheiden, gleicht sich der pKS-Wert der Lipide in beiden Fa¨llen sehr. Das bedeutet, dass
die Protonierung der Kopfgruppe der Lipide fast ausschließlich durch das Kopfgruppenpoten-
tial ψ bestimmt ist. Dadurch kann die nachfolgende Diskussion auf zwei Fragen beschra¨nkt
werden: Wie vera¨ndert sich ψ wa¨hrend eines Pulses und welchen Einfluss besitzt dies auf den
Grenzfla¨chen-pH?
Aus dem sigmoidalen Fit von Abbildung 4.5b kann abgescha¨tzt werden, dass bei pH 7 ca.
88 % der Carboxylgruppen ionisiert vorliegen. Nimmt man die isotherme Fla¨chena¨nderung
als Maßstab fu¨r die adiabatische A¨nderung wa¨hrend eines Pulses, so ergibt sich aus Abbil-
dung 2.8 und Abbildung 4.12b: A1 = 75 A˚
2
(pi1 = 7,7 mN/m)→ A2 = 82 A˚2 (pi2 = 5,3 mN/m).
Damit la¨sst sich mit der Gouy-Chapman-Theorie die Potentiala¨nderung ∆ψ abscha¨tzen (vgl.
Gleichung 2.27):
∆ψ = ψ2(A2)− ψ1(A1) =−113 mV + 117 mV = 4 mV
ψ nimmt wa¨hrend des Pulses also um etwa 4 mV zu. Demzufolge verringert sich die
Oberfla¨chenladungsdichte, d. h. die Oberfla¨che ist weniger negativ als zuvor, was zu ei-
ner Freisetzung von an der Grenzschicht gebundenen Protonen fu¨hrt [126]. Die Validita¨t
der berechneten Potentialwerte kann experimentell u¨berpru¨ft werden. Dazu werden Ober-
fla¨chenpotentialkurven bei verschiedenen Subphasen pH-Werten aufgezeichnet (siehe Abbil-
dung 4.13). Bei einem pH von 1,5 sind die Carboxylgruppen vollsta¨ndig protoniert, wa¨hrend
sie bei pH 9 komplett ionisiert vorliegen. Der Beitrag der Schwanzgruppen zum Ober-
fla¨chenpotential ist fu¨r eine feste Fla¨che (hier A = 75 A˚
2
) na¨herungsweise konstant. Demnach
ist die Oberfla¨chenpotentialdifferenz der Kurven bei dieser Fla¨che allein auf die A¨nderung des
Kopfgruppenpotentials zuru¨ckzufu¨hren:
∆V tot = V tot9,0 − V tot1,5 = (V CH3 − ψ)9,0 − (V CH3 − ψ)1,5 = ψ9,0 − ψ1,5 = ψ∆ (4.13)
Die Deprotonierung fu¨hrt zu einer A¨nderung von ψ∆ ≈−180 mV. Bei pH 7 sind, wie bereits
angesprochen, 88 % der Carboxylgruppen ionisiert. Daher ergibt sich: ψ0,88∆ =−158 mV, in
guter U¨bereinstimmung mit der Gouy-Chapman-Theorie. Um daraus den Grenzfla¨chen-pH
quantitativ abzuscha¨tzen, kann die Boltzmann-Verteilung verwendet werden [46]. Die Proto-




ist dabei u¨ber den Boltzmann-Faktor exp(− eψkBT )


















Fu¨r eine Oberfla¨chenpotentiala¨nderung von ψ1(A1) = −117 mV nach ψ2(A2) = −113 mV
ergibt Gleichung 4.14: ∆pHG = 0,1. Dies spiegelt qualitativ den richtigen Trend wider (der
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Abbildung 4.13.: Einfluss des Subphasen pH-Werts auf das Oberfla¨chenpotential einer
DMPS-Monolage: Eine pH-A¨nderung von 1,5 auf 9,0 verschiebt nicht
nur den Phasenu¨bergangsdruck der Lipidmonolage (vgl. Abbildung 4.5b),
sondern erniedrigt gleichzeitig auch das Oberfla¨chenpotential. Bei einer
festen Fla¨che ist der Beitrag der Lipidketten zum Oberfla¨chenpotential
na¨herungsweise konstant. Deshalb kann die A¨nderung des Potentials
auf die (De-)Protonierung der Kopfgruppen zuru¨ckgefu¨hrt werden. Bei
A = 75 A˚
2
: ψ∆ = −180 mV (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer,
20 ◦C).
Grenzfla¨chen-pH nimmt zu), liegt quantitativ aber unter dem gemessenen Wert von ∆pHG ≈
0,6. Der Ursprung dieser Abweichung ist noch nicht vollsta¨ndig gekla¨rt. Aus theoretischer
Sicht sind jedoch von vornherein Unterschiede zwischen dem adiabatischen und isothermen
Verhalten des Systems zu erwarten [38]. Daru¨ber hinaus wird in der Berechnung die Abnahme
des pKS-Wertes der Carboxylgruppen durch die Expansion der Schicht vernachla¨ssigt [145].
Die pKS-Verschiebung erniedrigt die Affinita¨t der Grenzfla¨che fu¨r Protonen weiter und sollte
so versta¨rkend auf die lokale pH-Zunahme wirken [17]. Zusa¨tzlich ko¨nnte auch die propagieren-
de elektrische Felda¨nderung die Emission des Farbstoffes im adiabatischen Fall beeinflussen.
Zusammenfassend fu¨hren die Ergebnisse der Oberfla¨chenpotential- und Fluoreszenzmes-
sungen zu einem konsistenten Bild: Der Grenzfla¨chen-pH nimmt wa¨hrend der Pulsausbreitung
zu. Die Abnahme der Oberfla¨chenladungsdichte und die damit einhergehende Verschiebung
des pKS-Wertes der Carboxylgruppe fu¨hren zu einer Reduzierung der Protonenkonzentration
an der Grenzschicht. Der Unterschied zwischen den adiabatischen und isothermen Experimen-
ten verwundert insofern nicht, als dass dieser Effekt selbst bei extrem einfachen Systemen den
Normalfall darstellt. Zum Beispiel variiert beim
”
idealen Gas“ die mechanische Antwort des
Systems, je nachdem ob die Zustandsa¨nderung adiabatisch oder isotherm herbeigefu¨hrt wird
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(κT 6= κS) [38]. Da mechanische, elektrische und chemische Eigenschaften der Grenzschicht
gekoppelt sind, ist es schlu¨ssig, dass sich das Grenzfla¨chenpotential sowie der Grenzfla¨chen-pH
bei einer adiabatischen Zustandsa¨nderung ebenfalls anders verhalten werden als bei isother-
men Messungen. Um quantitativ genauere Vorhersagen u¨ber die pulsinduzierten A¨nderungen
treffen zu ko¨nnen, mu¨ssten die adiabatischen Zustandsdiagramme der Systeme vorliegen. Es
wurde bisher aber noch keine experimentelle Mo¨glichkeit gefunden, um diese zu bestimmen.
Zum Abschluss dieses Kapitels werden die gewonnenen Erkenntnisse u¨ber die Erregung
und Ausbreitung von Pulsen in Grenzschichten zusammengefasst und darauf aufbauend eine
neue Theorie der Zellkommunikation vorgeschlagen.
4.10. Zusammenfassung und Diskussion
In diesem Kapitel wurde zum ersten Mal gezeigt, dass durch eine schnelle A¨nderung des lo-
kalen Grenzfla¨chen-pH-Werts bzw. der lokalen Temperatur Pulse in Lipidmonolagen erregt
werden ko¨nnen. Dies deutet daraufhin, dass prinzipiell jede thermodynamische Variable der
Grenzschicht dazu im Stande ist. Anhand der pH-Anregung wurde nachgewiesen, dass die
linearen Wellenpakete nur innerhalb eines begrenzten pH-Bereichs ausgelo¨st werden ko¨nnen.
Der Bereich ist durch den Protonierungsu¨bergang (pKS-Wert) der Lipidkopfgruppen vorge-
geben. Aus drei Gru¨nden du¨rfte insbesondere die pH-Anregung eine Rolle in biologischen
Systemen spielen:
1. Es gibt, wie bereits angesprochen, viele Enzyme, die wa¨hrend der Katalyse Protonen
freisetzen.
2. Aufgrund ihrer geringen Gro¨ße ist die Diffusionsgeschwindigkeit von Protonen im Ver-
gleich zu anderen Ionen stark erho¨ht.
3. Die geringe ra¨umliche Ausdehnung der Protonen fu¨hrt gleichzeitig dazu, dass sie deutlich
na¨her an die Lipidko¨pfe herankommen und sich daher besonders stark auf die Grenz-
schicht auswirken [126].
Vorhergehende Arbeiten griffen zur Anregung von longitudinalen Wellen im Gegensatz
dazu auf eine optisch getriggerte Konformationsumwandlung [110], das Auftropfen von
Lo¨sungsmitteln [7] sowie eine vibrierende Rasierklinge zuru¨ck [139].
Bei der pH-Anregung fu¨hrt die Zugabe von Protonen zu einer lokalen Kondensation der
Grenzschicht, was aufgrund der Massenerhaltung eine Expansionsfront hervorruft. Die Ge-
schwindigkeit der Pulse wird durch die elastischen Eigenschaften der Grenzschicht kontrolliert
und liegt in der Gro¨ßenordnung von ca. 1 m/s. Damit sind die Pulse mindestens 500 000 mal
schneller als die Diffusion der Protonen. Zusa¨tzlich findet bei den akustischen Wellenpaketen
im Gegensatz zur Diffusion kein Materialtransport statt.
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(a)
(b)
Abbildung 4.14.: Spezifische Erregung einer Lipiddoppelschicht: Ein Enzym setzt durch
den Abbau eines Substrats lokal Protonen frei. Liegt der pKS-Wert der
angrenzenden Lipide weit entfernt vom lokalen pH und/oder ist die An-
regungssta¨rke zu gering, so wird kein Puls in der Schicht ausgelo¨st (Fall
(a)). Ist die Anregung hingegen groß genug um die Protonierung der Li-
pidkopfgruppen zu vera¨ndern, kommt es zu propagierenden Pulsen in der
Grenzschicht (Fall (b)).
Die Pulse induzieren jedoch nicht nur lokale Drucka¨nderungen, sondern beeinflussen gleich-
zeitig alle messbaren Observablen der Grenzschicht. In dieser Arbeit wurden hierbei das Ober-
fla¨chenpotential und der lokale pH-Wert an der Monolage detailliert untersucht. Wa¨hrend der
Expansionsphase des Pulses kommt es zu einer Abnahme des lokalen Oberfla¨chenpotentials,
bei zugleich zunehmendem Grenzfla¨chen-pH-Wert. Die mechanischen, elektrischen und chemi-
schen Eigenschaften der Pulse koppeln in Phase miteinander. Es ist wichtig anzumerken, dass
die Erregung und Propagation der mechano-elektro-chemischen Pulse auf rein physikalischen
Vorga¨ngen basiert. Unter der Voraussetzung einer ausreichend großen lokalen
”
Sto¨rung“ ist
zu erwarten, dass dieses Pha¨nomen auch in der Natur auftritt, obgleich Amplitude und Aus-
breitungsgeschwindigkeit stark variieren ko¨nnen. Bisher wird die Signaltransduktion in der
Biologie auf lokale Aktivierungsprozesse von Proteinen durch Signalmoleku¨le zuru¨ckgefu¨hrt.
Dies induziert in der Folge eine Konformationsa¨nderung der Proteine, die ihrerseits wieder
neue Signalmoleku¨le freisetzen kann. Im Prinzip ko¨nnen Signale somit u¨ber die Grenzschicht
transportiert werden. Bereits 2012 wurde von Matthias Schneider vorgeschlagen, dass akusti-
sche Pulse eine physikalische Mo¨glichkeit zur biologischen Kommunikation darstellen ko¨nnten
[7]. Die Ergebnisse in diesem Kapitel gehen dabei noch einen Schritt weiter. Sie verbinden die
Physik adiabatischer Pulse mit der Biochemie von Grenzfla¨chen. Deshalb wird in dieser Arbeit
ein neues Konzept der spezifischen Signaltransduktion vorgeschlagen, dass nicht auf Konfor-
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Aktivität
Zeit
Enzym A Enzym B
Abbildung 4.15.: Spezifische Puls-Enzym-Wechselwirkung: Aufgrund der mechanischen,
elektrischen und chemischen Eigenschaften der Pulse, kann es zu verschie-
denen Wechselwirkungen zwischen Puls und membrangebundenen Prote-
inen kommen. Der Einfachheit halber wird in diesem Beispiel nur der
Effekt einer lokalen pH-Wert-A¨nderung betrachtet. Im Falle, dass der pH
am Enzym weit von dessen pH-Optimum entfernt ist, wird der Puls einen
kaum nachweisbaren Effekt auf die Enzymaktivita¨t besitzen (Enzym A).
Verschiebt der Puls aber den lokalen pH in Richtung pH-Optimum, kann
es zu einem deutlichen Aktivita¨tszuwachs kommen (Enzym B). Prinzipiell
ist hier aber auch ein Katalyse-Stopp bzw. eine Umkehrung der Reaktion
in Richtung Synthese denkbar.
mationsumwandlungen beruht, sondern auf thermodynamischen Zustandsa¨nderungen∗. Es
basiert auf zwei Pfeilern:
Erstens auf der spezifischen Erregbarkeit: Viele Enzyme, wie beispielsweise die Esterasen
oder Lipasen, katalysieren Reaktionen, die lokal Protonen freisetzen. Falls die Protonenkon-
zentration an der Grenzschicht in genu¨gend kurzer Zeit eine bestimmte Schwelle u¨bersteigt,
wird ein akustischer Puls ausgelo¨st. Dieser Vorgang ist schematisch in Abbildung 4.14 dar-
gestellt. Die Pulsamplitude ha¨ngt dabei vom pKS-Wert der Lipide und der Anregungssta¨rke
ab. Die Spezifita¨t der Erregung ist demzufolge auf die Spezifita¨t des Protonierungsu¨bergangs
zuru¨ckzufu¨hren.
Der zweite Pfeiler basiert auf der spezifischen Wechselwirkung zwischen Pulsen und Pro-
teinen: Aufgrund ihrer mechanischen, elektrischen und vor allem chemischen Eigenschaften,
werden die Wellenpakete unweigerlich einen Effekt auf die Funktion von Membranproteinen
bewirken. So ist z. B. eine A¨nderung der Enzymaktivita¨t oder das O¨ffnen bzw. Schließen
∗Auch diese Idee geht urspru¨nglich auf Matthias Schneider zuru¨ck.
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von Kana¨len denkbar. In Abbildung 4.15 sind zwei mo¨gliche Extremfa¨lle einer Puls-Enzym-
Wechselwirkung dargestellt. Liegt der lokale pH-Wert weit entfernt vom pH-Optimum des
Enzyms, so u¨bt der Puls nur einen minimalen Einfluss auf dessen Enzymaktivita¨t aus. Liegt
der lokale pH-Wert hingegen in der Na¨he des pH-Optimums, so kann die Enzymaktivita¨t
extrem schwanken: Verschiebt sich der lokale pH wa¨hrend des Pulses in Richtung des pH-
Optimums, kommt es zu einem starken Aktivita¨tszuwachs. Wird der pH im Gegensatz dazu
aber vom pH-Optimum weggetrieben, so kann sich die Katalyse deutlich verlangsamen. Ne-
ben der Aktivita¨tsa¨nderung kann der Puls gleichzeitig auch das lokale Reaktionsgleichgewicht
beeinflussen. Sind beispielsweise Protonen an einer Reaktion beteiligt, so fu¨hrt die Protonen-
verarmung an der Schicht wa¨hrend des Pulses zu einer Verschiebung des Reaktionsgleichge-
wichts. Je nachdem ob die Protonen auf der Produkt- oder der Substratseite der Reaktion
stehen kann dies im Extremfall sogar zur Synthese fu¨hren.
Diese beiden Vorga¨nge ergeben zusammengenommen, einen Mechanismus zur spezifischen
Kommunikation: Nur wenn 1.) der Stimulus eines Enzyms A groß genug ist um ein propagie-
rendes Signal auszulo¨sen und 2.) die Pulse eine signifikante Zustandsa¨nderung des Enzyms B
bewirken, kommt es zu einem
”
Informationsaustausch“ zwischen den beiden Enzymen.
Dass diese Idee nicht vo¨llig abwegig ist, zeigt das Gedankenexperiment, den Farbstoff
als Modell fu¨r Membranproteine anzusehen. Der pKS-Wert der fluoreszierenden Kopfgrup-
pe von OG liegt bei 4,7 und bestimmt die Protonierung des Farbstoffs in Bezug zum lo-
kalen pH-Wert. Die deprotonierte Form besitzt ein gro¨ßeres U¨bergangsdipolmoment als die
protonierte Form und emittiert daher mit gro¨ßerer Intensita¨t. Gleichwohl fu¨hrt das gro¨ßere
U¨bergangsdipolmoment auch zu einer sta¨rkeren Solvatisierung des Moleku¨ls und verschiebt
das Emissionsspektrum zu la¨ngeren Wellenla¨ngen (Rotverschiebung) [147]. Folglich impliziert
eine Verschiebung des Emissionsspektrums wa¨hrend des Pulses nicht nur eine Vera¨nderung
des Protonierungszustands, sondern gleichzeitig auch eine Konformationsa¨nderung des solvati-
sierten Farbstoffkomplexes. Im Fall eines Enzym-Substrat-Komplexes wu¨rde man demzufolge
wa¨hrend eines Pulses ebenfalls eine Konformationsa¨nderung erwarten. Dies ko¨nnte beispiels-
weise durch eine (De-)Protonierung des aktiven Zentrums geschehen und ha¨tte direkt Einfluss
auf die Kinetik der katalysierten Reaktion.
Im Vergleich zu anderen Modellen folgt die Spezifita¨t dieser Art der (Zell-)Kommunikation
aus thermodynamischen nichtlinearen U¨berga¨ngen und beruht nicht auf rein strukturellen
U¨berlegungen. Die Funktion von Proteinen wird nicht allein durch deren Konformation vor-
gegeben, sondern es sind vielmehr alle thermodynamischen Variablen des Systems involviert.
Die Spezifita¨t einer Signaltransduktion kann durch zusa¨tzliche nichtlineare Relationen zwi-
schen der Proteinfunktion und anderen physikalischen Parametern, wie beispielsweise Kom-
pressibilita¨t, Wa¨rmekapazita¨t, Elektrische Kapazita¨t etc. weiter erho¨ht werden. Viele dieser
Relationen wurden in der Tat schon experimentell beobachtet. Die maximale Aktivita¨t der
Enzyme Phospholipase A2 und Phospholipase C im Phasenu¨bergang von Membranen geho¨rt
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hierbei zu den am besten untersuchten Systemen [76, 78, 69, 77]. Auch die Pulse selbst ko¨nnen
das
”
Signaling“ noch spezifischer machen. Unter bestimmten Bedingungen ko¨nnen die linea-
ren Pulse, wie bereits im Kollisionsteil erwa¨hnt, in nichtlineare Bereiche (solita¨re Wellen)
u¨bergehen. Hierdurch wa¨re die Erregung von Pulsen an eine Nichtlinearita¨t der Grenzschicht,
wie zum Beispiel einen Phasenu¨bergang, gekoppelt. Aus all diesen nichtlinearen Prozessen
wird aus der vorgeschlagen Signaltransduktion ein extrem spezifischer Vorgang, der allein auf
den physikalischen Eigenschaften der Grenzfla¨che beruht.
Ob das hier vorgestellte Modell realistisch ist, wollen wir im letzten und abschließenden
Kapitel an Puls-Enzym-Experimenten u¨berpru¨fen.
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Die Fragen, wie Prozesse innerhalb einer Zelle vernetzt sind und wie die Zellen untereinan-
der kommunizieren und wechselwirken, geho¨ren zu den zentralen Forschungsthemen in der
Biologie. Bisher wird die biologische Signaltransduktion auf molekulare Aktivierungsprozesse
zuru¨ckgefu¨hrt, die in der Folge den diffusionsgesteuerten Transport von Moleku¨len induzie-
ren [148]. Ein bekanntes Beispiel hierfu¨r ist die Weiterleitung von extrazellula¨ren Signalen
durch die G-Protein-gekoppelten-Rezeptoren ins Zellplasma [149, 150, 151, 152]. Dieser Pro-
zess resultiert einerseits aus der bindungsinduzierten Konformationsa¨nderung des Rezeptors
und andererseits aus der Diffusion der freigesetzten Signalmoleku¨le. Das im letzten Kapitel
vorgeschlagene Modell stu¨tzt sich hingegen auf die klassische Kontinuumsphysik. Externe
Sto¨rungen, wie z. B. Druck-, Temperatur- oder pH-A¨nderungen, fu¨hren zu propagierenden
Pulsen in der Grenzschicht. Die Grenzschicht besitzt ein eigenes Entropiepotential und ist
damit weitgehend von den Prozessen im dreidimensionalen Bulk entkoppelt [33, 7] (siehe
Abschnitt 2.3). Kommunikation u¨ber akustische Pulse bietet im Vergleich zur Diffusion vie-
le Vorteile: Sie ist adiabatisch, gerichtet, signifikant schneller und beno¨tigt daru¨ber hinaus
keinerlei Materialtransport. Trotzdem gibt es bisher noch keine Experimente, die den Ein-
fluss akustischer Pulse auf Proteine in Grenzschichten untersuchen. Dies steht im absoluten
Gegensatz zur unu¨berschaubaren Zahl an quasi-statischen Experimenten an Proteinen. Das
bekannteste Beispiel hierfu¨r ist das pH-Optimum von Enzymen. Jedes Enzym weist bei einem
bestimmten pH-Wert ein Aktivita¨tsmaximum auf [153, 66]. Jedoch ko¨nnen auch andere Varia-
blen Enzyme nachhaltig beeinflussen. Es ist beispielsweise dokumentiert, dass die Kettenla¨nge
von Lipiden die Aktivita¨t von membrangebundenen Enzymen vera¨ndern kann [154, 155]. Dies
wird mit einer Variation des lokalen elektrischen Feldes in Verbindung gebracht. Besonders
eindru¨cklich zum Effekt von elektrischen Feldern auf Enzyme sind die Arbeiten von Thuren
et al. und Maggio [156, 157]. In den beiden Publikationen wird die Aktivita¨t des Enzyms
Phospholipase A2 in einer Lipidmonoschicht durch ein a¨ußeres elektrisches Feld gesteuert.
Wie in Kapitel 3 erla¨utert wurde, kann auch der Lateraldruck die Aktivita¨t von Enzymen
kontrollieren. Nimmt man all diese Ergebnisse zusammen, so ergibt sich ein einfaches Bild:
Jede thermodynamische Variable beeinflusst die Enzyme. Folglich ist deren Aktivita¨t eine
Funktion all dieser Variablen x1, x2, ..., xn und spannt einen n-dimensionalen Phasenraum
auf, der die Optimierung der Katalyse erlaubt. Aufgrund der mechanischen, elektrischen und
chemischen Komponenten der Pulse ist daher zu erwarten, dass Proteine auf die propagieren-
den Zustandsa¨nderungen reagieren werden.
87
5. Puls-Enzym-Wechselwirkung
Diese Hypothese wird im Folgenden an den Enzymen Acetylcholinesterase und Phospholipase
A2 getestet.
5.1. Wechselwirkung zwischen Pulsen und der Acetylcholinesterase
5.1.1. Vorstellung der Acetylcholinesterase
Die Acetylcholinesterase (AChE) findet man bei Sa¨ugetieren in hoher Konzentration haupt-
sa¨chlich im synaptischen Spalt. Dort baut sie den wa¨hrend der Nervenreizleitung freigesetzten
Neurotransmitter Acetylcholin ab und beendet damit die Nervenerregung [158, 119, 159]. Die
katalytische Spaltung geschieht innerhalb von wenigen Millisekunden, was zu einem pH-Abfall
im Spalt fu¨hrt [160]. Die hydrolysierte Reaktion lautet:
AChE
2
Aufgrund der frei werdenden Protonen ist es durchaus denkbar, dass die Nervenerregung
nicht unbedingt auf die Bindung von Acetylcholin an den zugeho¨rigen Rezeptor angewiesen
ist, sondern, wie experimentell im letzten Kapitel demonstriert, durch die pH-Erniedrigung an
der Grenzschicht hervorgerufen werden ko¨nnte. Diese Idee ist nicht neu, sondern wurde bereits
vor Jahrzehnten als Mo¨glichkeit zur Nervenerregung vorgeschlagen [161, 162, 159]. Jedoch
muss klar angemerkt werden, dass die Zeitskalen der pH-induzierten Pulse (∼ s) und der
Aktionspotentiale (∼ms) deutlich unterschiedlich sind. Hier bedarf es weiterer Forschung, um
mehr u¨ber die Relevanz der pH-Erniedrigung fu¨r die Erregung von Neuronen herauszufinden.
Fu¨r die nachfolgenden Experimente wird die AChE aus dem elektrischen Organ des kalifor-
nischen Zitterrochens (torpedo californica) benu¨tzt [163]. Der sogenannte Elektroplax besteht
aus einer seriellen Anordnung von Zellen, die es dem Fisch ermo¨glichen enorme Spannungen
von u¨ber 500 V aufzubauen [164]. Vermutlich war es auch der Aufbau dieses Organs, der
Alessandro Volta zum Design der ersten Batterie in Form einer gestapelten Sa¨ule inspirier-
te (
”
Volta’sche Sa¨ule“) [165]. Die verwendete Form der AChE wird am Lehrstuhl von Prof.
Silman am Weizmann Institut in Rehovot mit Cholsa¨ure aus dem Elektroplax des Rochens
herausgelo¨st und aufgereinigt. Sie verfu¨gt u¨ber einen Glykolipid-Phosphatidylinositol-Anker,
u¨ber den das Enzym an die Membran bindet [163, 166]. Das Enzym besitzt einen dimeren
Aufbau, wodurch der Membrananker aus insgesamt vier Kohlenwasserstoffketten besteht. Das
aktive Zentrum der AChE wird aus einer Serin-, Glutamat-, Histidingruppe gebildet und liegt
20 A˚ tief im Inneren des Enzyms verborgen [102]. Die AChE weist ein starkes Dipolmoment
auf, welches das positiv geladene Substrat Acetylcholin in Richtung des aktiven Zentrums
lenkt [167].
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Abbildung 5.1.: Aufbau der Enzym-Puls-Experimente: Mit der in Kapitel 4 charakterisier-
ten Gasanregung werden Pulse in der Lipidmonolage ausgelo¨st. Diese pro-
pagieren an zwei Barrieren vorbei zum enzymhaltigen Bereich der Lipidmo-
nolage. Dies ist anhand der leichten Gelbfa¨rbung der Subphase illustriert.
Die Pulspropagation wird durch die Kelvinsonde sowie den Drucksensor
erfasst. Die Aktivita¨t der Enzyme wird gleichzeitig mit einem kolorimetri-
schen Nachweis u¨ber die Lichtabsorption bei 410 nm bestimmt.
Die AChE wurde fu¨r die Pulsversuche ausgewa¨hlt, da uns hierfu¨r auf der einen Seite
ein weltweit angesehener Experte zur Seite stand (Prof. Silman [102, 168, 169, 170]) und
andererseits der verfu¨gbare Enzymassay bereits sehr gut charakterisiert ist. Der Assay ist
unter dem Namen
”
Ellman Nachweis“ bekannt und basiert auf dem Abbau von Acetyl-
thiocholin [171, 172, 173]. Das Reaktionsprodukt Thiocholin reagiert weiter mit einem 5,5’-
Dithiobis-(2-Nitrobenzoat)-Dianion (DTNB) zum chromophoren Thionitrobenzoat (TNB).
TNB absorbiert maximal bei einer Wellenla¨nge von 410 nm und ermo¨glicht dadurch die Ak-
tivita¨tsbestimmung der Enzyme.
5.1.2. Methodik der Puls-Enzym-Messung
Um den Einfluss der Pulse auf die AChE zu untersuchen, wird der Aufbau von Abbildung 5.1
verwendet. Die Erregung von Pulsen erfolgt, wie zuvor, mittels einer lokalen Gasanregung
(siehe Kapitel 4). Im linken Bereich der Filmwaage werden 3 µl einer 68 µg/ml Lo¨sung AChE
auf die Monoschicht aufgebracht und verteilt. Dies ist in der schematischen Abbildung anhand
der leichten Fa¨rbung dieses Bereichs kenntlich gemacht. Mittels zweier Teflonbarrieren wird
die Diffusion und Konvektion der Enzymmoleku¨le aus diesem Bereich heraus eingeschra¨nkt.
Mit dem Drucksensor kann die Ankunft des Pulses im enzymhaltigen Teil der Grenzschicht
verfolgt werden. Simultan dazu wird das Oberfla¨chenpotential der Grenzfla¨che mit einer Kel-
vinsonde aufgezeichnet und die Aktivita¨t der Enzyme mittels Lichtabsorption gemessen. Fu¨r
89
5. Puls-Enzym-Wechselwirkung






























































Abbildung 5.2.: Referenzmessungen zum Ellman-Nachweis: (a) Acetylthiocholin und DT-
NB: Der Puls u¨bt keinen Einfluss auf die Moleku¨le in der Subphase aus.
Dies ist an der konstanten Intensita¨t zu erkennen. (b) Thionitrobenzoat:
Auch das farbige Nachweisprodukt des Ellman-Assays reagiert nicht auf die
propagierenden Pulse in der Grenzschicht. Der Unterschied zwischen den
beiden (Druck-)Pulsen in (a) und (b) ergibt sich aus dem Abbau von Ace-
tylthiocholin. Dies sa¨uert die Lo¨sung nach und nach etwas an, wodurch die
Erregung zu kleineren Pulsamplituden fu¨hrt (100 mM NaCl, 10 mM Phos-
phatpuffer, pH 7,0, 25 ◦C, 0,3 bar Anregung, 2 mM Acetylthiocholin, 2 mM
DTNB).
die Aktivita¨tsbestimmung ist eine blaue LED (Emissionsmaximum bei ∼ 412 nm) oberhalb
der Lipidmonolage angebracht und die transmittierte Lichtintensita¨t wird mit einer Diode un-
terhalb des eingebauten Quarzfensters aufgenommen. Aus der Intensita¨tsa¨nderung wa¨hrend
der Katalyse kann mit dem Lambert-Beerschen-Gesetz (vgl. Gleichung 3.19) auf die Akti-
vita¨t der Enzyme, d. h. die A¨nderung der Substratkonzentration pro Zeiteinheit, geschlossen
werden: k = ∂c∂t ∝ − ddt [log (I)].
5.1.3. Referenzmessungen
Um Artefakte des Enzymassays auf die Puls-Enzym-Messungen auszuschließen, werden Refe-
renzmessungen durchgefu¨hrt. Zuna¨chst wird der unkatalysierte Fall, bei dem sowohl Acetyl-
thiocholin als auch DTNB in der Subphase vorliegen, betrachtet. Abbildung 5.2a zeigt, dass
die Pulse einen vernachla¨ssigbaren Effekt auf die Moleku¨le besitzen. Im Vergleich zur Streuung
des Intensita¨tssignals u¨ber den Messzeitraum von 30 s bleibt die Intensita¨t wa¨hrend des Pulses
konstant. Die zweite Referenzmessung betrifft das Reaktionsprodukt des Ellman-Nachweises.
Damit eine mo¨gliche Wechselwirkung der Pulse mit dem Thionitrobenzoat festgestellt werden
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kann, wird AChE zum Acetylthiocholin und DTNB in die Subphase der Filmwaage hinzu-
gefu¨gt. Nach einigen Stunden ist keine Intensita¨tsa¨nderung mehr festzustellen und die Reak-
tion somit im Gleichgewicht. Auch in diesem Fall ist kein Effekt der Pulse auf die Lo¨sung
nachweisbar (siehe Abbildung 5.2b). Da die Pulse den Ellman-Assay nicht beeinflussen, eig-
net sich dieser hervorragend dafu¨r, den Effekt der Schallwellen auf die Aktivita¨t der AChE
in einer Lipidmonolage zu untersuchen.
5.1.4. Experimentelle Untersuchung der Wechselwirkung
Die Wechselwirkung zwischen den Pulsen und der Acetylcholinesterase wird in der Folge
mit verschiedenen Anregungsarten studiert. Aufgrund der hohen Reproduzierbarkeit und der
Na¨he zur Biologie wird mit den HCl-induzierten Pulsen begonnen.
”
HCl-Pulse“
Die Anregung der Monolage mit einer 32%igen HCl-Lo¨sung fu¨hrt, wie in Kapitel 4 ausfu¨hrlich
beschrieben, zu einem propagierenden Puls. Abbildung 5.3a zeigt den Effekt eines Pulses auf
den Lateraldruck und die Transmissionsintensita¨t wa¨hrend der Katalyse der AChE. Sobald
der Puls den enzymhaltigen Bereich der Monoschicht erreicht, nimmt nicht nur der lokale
Lateraldruck signifikant ab, sondern gleichzeitig auch die gemessene Intensita¨t. Das bedeutet,
dass die Enzyme in dieser Phase deutlich aktiver sind und wesentlich mehr Substratmoleku¨le
pro Zeiteinheit abbauen als zuvor. Um den Aktivierungseffekt auf die Enzyme sichtbar zu
machen, wird die Intensita¨tskurve der Abbildung 5.3a durch einen Fit angena¨hert und daraus
die Aktivita¨t der Enzyme berechnet (siehe Abbildung 5.3b). Wa¨hrend des Druckabfalls erho¨ht
sich die Katalyserate der Enzyme um etwa den Faktor neun, bevor sie in der Relaxations-
phase des Pulses gegen Null geht. Die Biphasigkeit der Enzymaktivita¨t korreliert zeitlich mit
der Drucka¨nderung der Grenzschicht: In der Expansionsphase steigt die Aktivita¨t deutlich
an, wa¨hrend die Enzyme in der Kondensationsphase praktisch nicht aktiv sind. Sobald der
Druck zuru¨ck ins Gleichgewicht relaxiert, nimmt auch die Aktivita¨t der AChE wieder ihren
vorhergehenden Gleichgewichtswert an. Die Pulse modulieren also eindeutig die Enzymaktivi-
ta¨t. Dieses biphasische Verhalten steht im klaren Widerspruch zu isothermen Messungen. Bei
quasi-statischer Kompression bzw. Expansion der Grenzschicht ist die Aktivita¨t der AChE
anna¨hernd konstant (siehe Anhang A.9). Wie schon wa¨hrend der Pulsexperimente fu¨r den
lokalen Grenzfla¨chen-pH beobachtet, reagiert die Grenzschicht auch in diesem Fall unter-
schiedlich auf adiabatische und isotherme Zustandsa¨nderungen.
Das diskutierte biphasische Verhalten der Enzyme wa¨hrend der Pulspropagation stellt
keinen Einzelfall dar, sondern vielmehr den Normalfall. Es ist jedoch anzumerken, dass die
Auspra¨gung der beiden Phasen und dabei insbesondere die Auspra¨gung der ersten Phase stark
zwischen den einzelnen Messungen schwankt. Die gemessene Intensita¨tsabnahme variiert in
jeder Messung und ist in einigen Fa¨llen gar nicht zu beobachten. Dies erschwert quantita-
91
5. Puls-Enzym-Wechselwirkung






























































Abbildung 5.3.: Acetylcholinesterase-HCl-Puls-Wechselwirkung 1: (a) Die gasfo¨rmige HCl-
Anregung fu¨hrt zu einem propagierenden Puls in der Monoschicht. Das
Enzym Acetylcholinesterase ist Teil der Grenzschicht und reagiert auf den
Puls mit einer Aktivita¨tsa¨nderung. Wa¨hrend der Expansionsfront nimmt
die katalytische Rate deutlich zu, was an der starken Intensita¨tsabnahme zu
erkennen ist. In der nachfolgenden Kondensation der Grenzschicht zuru¨ck
ins Gleichgewicht, stoppt der Substratabbau hingegen fast vollsta¨ndig. Die
orange Linie ist eine abschnittsweise gefittete Funktion der gemessenen
Intensita¨t. Die Ableitung dieser Funktion ist in (b) aufgetragen und kor-
respondiert na¨herungsweise mit der Aktivita¨t der Enzyme (100 mM NaCl,
10 mM Phosphatpuffer, pH 6,5, 25 ◦C, 0,3 bar Anregung, 2 mM Acetylthio-
cholin, 2 mM DTNB).
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Abbildung 5.4.: Acetylcholinesterase-HCl-Puls-Wechselwirkung 2: (a) und (b) stellen zwei
weitere Messungen zum Effekt von HCl-induzierten Pulsen auf die Akti-
vita¨t der Acetylcholinesterase dar. In beiden Abbildungen ist die bipha-
sische Variation der Enzymaktivita¨t durch den Puls deutlich an den In-
tensita¨tskurven zu erkennen. Ferner illustrieren die Graphen, dass sich der
Effekt quantitativ von Messung zu Messung unterscheidet (100 mM NaCl,
10 mM Phosphatpuffer, pH 6,5, 25 ◦C, 0,3 bar Anregung, 2 mM Acetylthio-
cholin, 2 mM DTNB).
tive Aussagen u¨ber die Kopplung von Druck und Enzymaktivita¨t. Hinzu kommt, dass der
Abbau von Acetylthiocholin nicht direkt detektiert werden kann, sondern an die makrosko-
pische Reaktion des Produkts mit DTNB gekoppelt ist. Das heißt, die Ergebnisse ko¨nnen
unter Umsta¨nden durch die inhomogene Verteilung des Enzyms verfa¨lscht werden. Zwei wei-
tere Beispiele fu¨r die Puls-Enzym-Wechselwirkung sind in Abbildung 5.4 aufgetragen. Diese
illustrieren die Bandbreite des Effekts.
Fu¨r zeitlich la¨ngere Untersuchungen der Puls-Enzym-Wechselwirkung, bieten sich die
CO2-induzierten Pulse an. Bei diesen Pulsen erstrecken sich Expansions- und Kondensations-




Fu¨r die CO2-Anregung wird mittels eines Massendurchflussreglers ein konstanter Gasfluss
von 150 ml/min eingestellt und dieser fu¨r 15 Sekunden auf die Lipidmonolage geleitet. Abbil-
dung 5.5a stellt eine repra¨sentative Kurve der Wechselwirkung zwischen den CO2-induzierten
Pulsen und der Acetylcholinesterase dar. Auch mit dieser Anregungsart ergibt sich ein bi-
phasisches Aktivita¨tsverhalten der Enzyme. In diesem Fall korreliert das Drucksignal aber
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nicht mehr genau mit den zwei Aktivita¨tsphasen des Enzyms. Noch wa¨hrend des Druckmi-
nimums geht die Aktivita¨t der AChE von ihrem Maximalwert auf anna¨hernd Null zuru¨ck,
was an dem horizontalen Bereich der Intensita¨tskurve zu erkennen ist. Im Gegensatz hier-
zu, korreliert das gemessene Oberfla¨chenpotential sehr gut mit dem Intensita¨tssignal (siehe
Abbildung 5.5b). Das biphasische Verhalten des Oberfla¨chenpotentials spiegelt sich in der
transmittierten Intensita¨t wider. Noch deutlicher la¨sst sich diese Korrelation herausarbeiten
indem man das Intensita¨tssignal abschnittsweise fittet und daraus die Aktivita¨t berechnet
(siehe Abbildung 5.5d). Die katalytische Rate erho¨ht sich wa¨hrend der Expansionsfront um
etwa den Faktor drei. Der Beschleunigungseffekt ist damit etwas geringer als im Fall der
HCl-induzierten Pulse. In der Kondensationsphase stoppt wiederum der Abbau des Substrats
fast komplett. Aus Gleichung 2.19 folgt, dass das Oberfla¨chenpotential und die lokale Ionen-
konzentration direkt voneinander abha¨ngen. Dieses Pha¨nomen konnten wir bereits im letzten
Kapitel anhand der Protonen beobachten, gilt aber prinzipiell fu¨r alle vorhandenen Ionen in
der Subphase. Das unterschiedliche Verhalten von Druck und Oberfla¨chenpotential ist bei
den CO2-induzierten Pulse auf die lange Anregungsdauer von 15 s zuru¨ckzufu¨hren. Die Pulse
sind in diesem Fall nicht mehr rein adiabatisch. Wa¨hrend an der Anregungsstelle immer noch
CO2 auf die Oberfla¨che trifft und der globale Lateraldruck unterhalb des Gleichgewichtswer-
tes verbleibt, relaxieren die Lipidkopfgruppen im enzymhaltigen Teil der Monolage bereits
zuru¨ck in ihren Normalzustand, d. h. sie nehmen die abgegebenen Protonen wieder auf. In
der Folge steigt das Oberfla¨chenpotential kurzzeitig u¨ber seinen Gleichgewichtszustand und
zeigt damit im Gegensatz zum Druck das charakteristische Verhalten einer adiabatische An-
regung (vgl. Abschnitt 4.4.2). Bezogen auf das letzte Kapitel bedeutet dies wiederum, dass
der Grenzfla¨chen-pH-Wert zuna¨chst basischer wird, dann aber kurzzeitig unter seinen Gleich-
gewichtswert fa¨llt. Ein weiteres Beispiel fu¨r eine AChE-CO2-Puls-Wechselwirkung befindet
sich in Anhang A.10.
Zusammenfassend fu¨hren die pH-induzierten Pulse zu einer klaren biphasischen Modula-
tion der Enzymaktivita¨t (vgl. Abbildungen 5.3 und 5.5). Dabei korreliert insbesondere das
Oberfla¨chenpotential mit der katalytischen Rate des Enzyms.
Bis jetzt basierten die Experimente zur Puls-Enzym-Wechselwirkung auf einer lokalen
pH-Erniedrigung und den daraus resultierenden
”
Expansionspulsen“. Daher ergibt sich die
Frage, was im umgekehrten Fall passiert: Interagieren
”
Kondensationspulse“ ebenfalls mit den
Enzymen und falls ja, wie a¨ußert sich dies? Diese Fragestellung wird im na¨chsten Abschnitt
mit n-Hexan-induzierten Pulsen diskutiert.
”
Hexan-Pulse“
Zur Anregung von Pulsen, die zu einem kurzzeitigen Druckanstieg fu¨hren, wird n-Hexan
verwendet. n-Hexan ist ein unpolares Lo¨sungsmittel und lo¨st sich deshalb sehr gut im Bereich
der hydrophoben Lipidketten. Es besitzt einen relativ hohen Dampfdruck von 162 hPa und
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Abbildung 5.5.: Acetylcholinesterase-CO2-Puls-Wechselwirkung: (a) Der CO2-induzierte
Puls propagiert u¨ber die gesamte Grenzschicht und fu¨hrt im enzymhal-
tigen Teil der Monoschicht zu einer Lateraldruckerniedrigung von ca.
3,5 mN/m. Wa¨hrend der Ankunft des Pulses fa¨llt die transmittierte Inten-
sita¨t zuna¨chst stark ab und geht anschließend in ein horizontales Plateau
u¨ber. Das bedeutet, dass die Enzyme zuna¨chst sehr aktiv sind, bevor die
Katalyse anschließend fast vollsta¨ndig gehemmt wird (vgl. (c)). Wie in
(b) zu sehen ist, korreliert das gemessene Oberfla¨chenpotential sehr gut
mit dem Intensita¨tssignal. Noch deutlicher wird diese Korrelation, wenn
man die Aktivita¨t des Enzyms aus einem Fit des Intensita¨tssignals be-
rechnet und mit dem Oberfla¨chenpotential vergleicht (siehe (d)) (10 mM
NaCl, 1 mM Phosphatpuffer, pH 6,5, 25 ◦C, 2 mM Acetylthiocholin, 2 mM
DTNB, Anregung 15 s).
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Abbildung 5.6.: Acetylcholinesterase-Hexan-Puls-Wechselwirkung: In (a) ist eine Messung
zum Effekt der Kondensationspulse auf die Enzyme zu sehen. Die Inten-
sita¨t nimmt, entsprechend einer signifikant kleineren katalytischen Rate,
wa¨hrend des Pulses deutlich langsamer ab als zuvor. Der Puls hemmt
also kurzzeitig die Enzyme. In (b) ist der Vollsta¨ndigkeit halber die si-
multan propagierende Oberfla¨chenpotentiala¨nderung aufgetragen (10 mM
NaCl, 1 mM Phosphatpuffer, pH 6,5, 25 ◦C, 2 mM Acetylthiocholin, 2 mM
DTNB, Anregung 15 s).
kann daher gut per Gasanregung u¨ber der Lipidmonolage freigesetzt werden (vgl. Aufbau in
Abbildung 4.2). Zudem sorgt die Flu¨chtigkeit des Stoffes dafu¨r, dass es schnell wieder aus der
Lipidschicht entweicht.
In Abbildung 5.6 ist die Wechselwirkung der
”
Hexan-Pulse“ mit der AChE anhand eines
charakteristischen Beispiels dargestellt. Das Hexan baut sich in die DMPS-Monolage ein und
fu¨hrt dadurch zu einer propagierenden Kondensationsfront. Die Pulse erstrecken sich u¨ber
ca. 60 s und sind daher zeitlich mit den CO2-induzierten Pulsen zu vergleichen. Sobald der
Puls den enzymhaltigen Bereich der Grenzschicht erreicht, und dort infolgedessen Druck und
Oberfla¨chenpotential rasant ansteigen, fa¨llt die Intensita¨t sehr viel langsamer ab als zuvor.
Folglich ist der Substratabbau gehemmt und die Aktivita¨t des Enzyms dementsprechend ge-
ringer. Diese Beobachtung steht im Einklang mit den Erkenntnissen von den
”
CO2-Pulsen“:
Eine Erho¨hung des lokalen Oberfla¨chenpotentials u¨ber den Gleichgewichtswert hinaus, geht
mit einer verringerten Enzymaktivita¨t einher. Sobald der Druck und das Oberfla¨chenpotential
zuru¨ckgehen, nimmt auch die Enzymaktivita¨t wieder zu. In diesem Fall nimmt der Grenz-
fla¨chen-pH kurzzeitig ab und es kommt zu einer monophasischen Hemmung der Enzyme. In
Anhang A.11 ist ein weiteres Beispiel fu¨r die Wechselwirkung der Kondensationspulse mit der
AChE dargestellt.
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5.1.5. Diskussion
Die Pulsexperimente mit der Acetylcholinesterase belegen eindeutig, dass die propagie-
renden dynamischen Zustandsa¨nderungen die Enzymaktivita¨t modifizieren. Im Fall der
sa¨ureinduzierten Expansionspulse ergibt sich eine biphasische Modulation der katalytischen
Rate durch den Puls. Im Gegensatz dazu induzieren die Kondensationspulse eine monophasi-
sche Hemmung der Enzyme. Wie in Kapitel 4 gezeigt, geht mit einer propagierenden Druck-
und Oberfla¨chenpotentialerniedriegung ein Anstieg des lokalen Grenzfla¨chen-pH’s einher. Un-
ter Beru¨cksichtigung der bekannten pH-Abha¨ngigkeit der AChE in Lipidvesikelsuspensionen
(siehe Abbildung 5.7), sollte dies zu einer Zunahme der Aktivita¨t fu¨hren, wie sie in der Tat
auch beobachtet wird. Geht man von dem Verhalten der AChE in Vesikeln aus, wu¨rde man
fu¨r eine typische lokale pH-A¨nderung wa¨hrend eines Pulses von ∆pH ≈ 0,6 einen Anstieg
der katalytischen Rate um etwa den Faktor 2 erwarten (vgl. Abbildung 5.7). Dies liegt in
der selben Gro¨ßenordnung, wie der Effekt der CO2-induzierten Pulse (vgl. Abbildung 5.5),
aber etwas unterhalb der gemessenen Ratenzunahme der HCl-induzierten Pulse (vgl. Abbil-
dung 5.3). Diese Diskrepanz ko¨nnte auf die verschiedenen experimentellen Systeme (Vesikel
vs. Lipidmonolage) oder auf die unterschiedliche Art der Zustandsa¨nderung (isotherm vs.
adiabatisch) zuru¨ckzufu¨hren sein. Nach dem steilen Aktivita¨tszuwachs ist bei beiden An-
regungsarten eine fast vollsta¨ndige Hemmung der Reaktion zu beobachten. Dies ist nicht
vereinbar mit der pH-Zunahme an der Grenzschicht wa¨hrend der Pulsausbreitung und der
bekannten pH-Abha¨ngigkeit der AChE. Die zuna¨chst stark erho¨hte Rate des Substratabbaus
bietet einen mo¨glichen Erkla¨rungsansatz hierfu¨r. Neben den Protonen der Lipidko¨pfe werden
noch zusa¨tzlich Protonen durch die Spaltung von Acetylthiocholin frei. Wa¨hrend der Relaxa-
tion der Grenzschicht kommt es somit zu einem lokalen Protonenu¨berschuss, der wiederum
zu einer Aktivita¨tshemmung fu¨hren sollte. Diese Darstellung wird durch den biphasischen
Verlauf des Oberfla¨chenpotentials der Expansionspulse bekra¨ftigt und passt gleichzeitig zum
monophasischen Effekt der Kondensationspulse. Die Kondensationswelle vergro¨ßert die lo-
kale Oberfla¨chenladungsdichte der Grenzschicht, wodurch der pH der Grenzfla¨che abnimmt.
In U¨bereinstimmung mit den Experimenten sollte die Hydrolyse deshalb langsamer ablau-
fen (siehe Abbildung 5.7). Wa¨hrend der Relaxation der Kondensationspulse steigt der lokale
Grenzfla¨chen-pH wieder an und die Enzymaktivita¨t geht auf ihren vorherigen Wert zuru¨ck.
Demzufolge ist im Fall der Kondensationspulse kein biphasischer Effekt zu erwarten.
Die lokalen Druck-, Oberfla¨chenpotential- und pH-A¨nderungen ko¨nnen bzw. werden sich
natu¨rlich nicht nur auf die Lipide, sondern auch auf das Enzym selbst auswirken. Die lokale
pH-A¨nderung ko¨nnte eine (De-)Protonierung des Enzyms nach sich ziehen und folglich zu
einer A¨nderung von dessen Konformation und Dipolmoment fu¨hren. Da das elektrische Feld
der AChE das Substrat in Richtung des aktiven Zentrum leitet, wu¨rde sich dies direkt auf
die Enzymaktivita¨t auswirken [167]. Der Fokus dieser Arbeit liegt aber nicht auf einem mole-
kularen Bild der Vorga¨nge, sondern auf einer physikalischen Beschreibung der Prozesse. Die
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Abbildung 5.7.: pH-Abha¨ngigkeit der Acetylcholinesterase (gemessen in einer Lipidvesikel-
suspension): Die Puls-AChE-Experimente werden bei einem pH von 6,5
in der Subphase durchgefu¨hrt. Dies ist in der Zeichnung anhand des roten
Punktes illustriert. Die propagierenden Pulse a¨ndern reversibel den pH der
Grenzschicht. Im Fall einer Expansionsfront steigt der lokale pH an, was
zu einer ho¨heren katalytischen Rate des Enzyms fu¨hren sollte (1). Vermut-
lich kommt es wa¨hrend der Relaxation durch den schnellen Substratabbau
zu einem Protonenu¨berschuss an der Grenzfla¨che, wodurch die beobachtete
Aktivita¨tsabnahme erkla¨rt werden kann (2). Anschließend geht das System
wieder ins Gleichgewicht u¨ber (3). Im Fall der Kondensationspulse kommt
es hingegen nur zu einer Verlangsamung der Katalyse. Der lokale Prozess
entspricht daher dem Fall (3) (adaptiert aus [169]).
molekulare Interaktion zwischen den Pulsen und den Proteinen wird mit Sicherheit je nach
Protein stark variieren. Entscheidend ist die Feststellung, dass Proteine, wie eindeutig mit
der AChE belegt, auf akustische Pulse (dynamische Zustandsa¨nderungen) reagieren.
Abschließend soll mit dem Enzym Phospholipase A2 veranschaulicht werden, dass es sich
bei der Puls-Protein-Wechselwirkung um ein allgemeines Pha¨nomen handelt.
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Abbildung 5.8.: Die Phospholipase A2 katalysiert die Spaltung von Phospholipiden am
zweiten Kohlenstoffatom der Glycerolgruppe. Bei der Reaktion wird ne-
ben einem Fettsa¨urerest auch ein Proton frei.
5.2. Wechselwirkung zwischen Pulsen und der Phospholipase A2
5.2.1. Vorstellung der Phospholipase A2
Phospholipasen sind in der Natur weit verbreitet und katalysieren spezifisch die Spaltung von
Phospholipiden [3]. In großen Mengen finden sie sich besonders in Schlangen- und Insekten-
giften. Die hohe Enzymkonzentration im Gift greift die Zellmembran an, was den Zelltod her-
beifu¨hren kann [3]. Gleichzeitig spielen die Enzyme in moderater Konzentration eine wichtige
Rolle fu¨r die Signaltransduktion in Sa¨ugetieren [174, 175]. In den folgenden Experimenten wird
die Phospholipase A2 (PLA2) von Sigma-Aldrich, die aus der Bauchspeicheldru¨se von Schwei-
nen extrahiert wird, verwendet. Die Enzymlo¨sung liegt in einer Konzentration von 67 mg/ml
vor (Aktivita¨t > 600 units/mg). Die PLA2 wiegt 14 kDa und ist daher nur circa zwanzigmal
so groß wie ein Lipid bzw. in etwa zwanzigmal kleiner als die Acetylcholinesterase. Das aktive
Zentrum besteht aus einem Histidin-, Asparaginsa¨ure-, Calcium-Komplex [176]. Die Phospho-
lipase A2 schneidet Phospholipide am zweiten Kohlenstoffatom des Glycerolru¨ckgrats entzwei
(siehe Abbildung 5.8) und setzt dadurch einen Fettsa¨urerest und ein Proton frei [177]. Dies
wird ha¨ufig ausgenutzt, um die Aktivita¨t des Enzyms mittels Gegentitration von NaOH zu be-
stimmen [178]. Alternative Mo¨glichkeiten zur Aktivita¨tsmessung bestehen in der Verwendung
von Fluoreszenz- und radioaktiv-gelabelten Substraten [179, 180].
In der Folge wird ein eigener Reaktionsnachweis entwickelt, der die Messung bei konstan-
tem pH und ohne Fluoreszenzfarbstoffe erlaubt. Dabei wird weiterhin der Messaufbau aus
Abbildung 5.1 verwendet, jedoch werden 5 µl der Phospholipase A2 anstatt der Acetylcholi-
nesterase zugegeben.
5.2.2. Referenzmessungen
Die Besonderheit an der Phospholipase A2 ist, dass die Grenzschicht, an die sie gebunden
ist, gleichzeitig auch ihr Substrat darstellt. Sie vera¨ndert also aktiv die Zusammensetzung der
Grenzfla¨che. Die Enzyme reagieren dabei sehr sensitiv auf den Phasenzustand ihrer Umgebung
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Abbildung 5.9.: Einfluss der Phospholipase A2 auf eine DMPS-Monolage im isothermen
Fall: Die Zugabe von Enzym auf die DMPS-Monolage fu¨hrt zu einem li-
nearen Druckabfall der Schicht u¨ber die Dauer von 225 s. Die beiden Kurven
in (a) und (b) demonstrieren, dass dieses Verhalten nicht vom Startdruck
abha¨ngt (10 mM NaCl, 1 mM Phosphatpuffer, pH 7,4, 20 ◦C).
und sind maximal aktiv im Phasenu¨bergang der Grenzschicht [181, 76]. In den nachfolgen-
den PLA2-Puls-Experimenten bildet das negativ geladene Lipid DMPS die Monoschicht und
infolgedessen auch das Substrat. Je nach verwendetem Lipid geht das Reaktionsprodukt in
den Bulk u¨ber oder aber es wird Teil der Grenzschicht. Im Fall von DMPS fu¨hrt die En-
zymkatalyse, wie in Abbildung 5.9 an zwei Beispielen illustriert, zu einer linearen Abnahme
des ansonsten gleichbleibenden Lateraldrucks (vgl. beispielsweise Anhang A.5). Betrachtet
man deutlich la¨ngere Zeitra¨ume als hier dargestellt, ergibt sich ein exponentieller Abfall von
pi (nicht gezeigt). Der wa¨hrend der Katalyse abgespaltene Fettsa¨urerest geht in die Subpha-
se u¨ber und senkt dadurch den Lateraldruck der Oberfla¨che. Die Linearita¨t dieses Vorgangs
tritt spezifisch fu¨r dieses Lipid auf. Der Abbau anderer Phospholipidmonolagen bewirkt hinge-
gen klar nichtlineare Drucka¨nderungen [182]. Die PLA2-induzierte lineare Druckabnahme der
DMPS-Monolage gestattet es, die Monolage als Aktivita¨tsassay fu¨r die Reaktion zu verwen-
den und so die Wechselwirkung zwischen der PLA2 und den akustischen Pulsen zu studieren.
Die Monolage u¨bernimmt damit dreierlei Funktionen: Sie fungiert nicht nur als Grenzschicht
und Substrat in einem, sondern dient gleichzeitig noch als Aktivita¨tsnachweis der Enzyme.
5.2.3. Experimentelle Untersuchung der Wechselwirkung
Da die katalytische Rate der PLA2 deutlich geringer ist als die der AChE, muss die Puls-
Enzym-Wechselwirkung entsprechend von la¨ngerer Dauer sein, um einen Effekt der Pulse
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Abbildung 5.10.: Phospholipase A2-Puls-Wechselwirkung: In (a) und (b) sind zwei Experi-
mente zum Einfluss der Pulse auf die PLA2 zu sehen. Die PLA2 katalysiert
den Abbau der DMPS-Monolage, was anhand der linearen Druckabnah-
me zu Beginn der beiden Kurven sichtbar ist. In der Folge variieren die
CO2-induzierten Pulse den lokalen Lateraldruck der Schicht. Nach der
vollsta¨ndigen Relaxation der Monolage nimmt der Druck wieder konstant
ab. D. h. die Aktivita¨t der Enzyme nach den Pulsen ist in etwa so hoch
wie zu Beginn der Messung. Wa¨hrend der Puls-Enzym-Wechselwirkung
kommt es hingegen zu einer Verlangsamung der Katalyse. Dies ist anhand
des theoretischen Verlaufs des Lateraldrucks an der rot gestrichelten Li-
nie zu sehen. Der Lateraldruck verbleibt nach dem Puls oberhalb des
erwarteten Druckverlaufs (10 mM NaCl, 1 mM Phosphatpuffer, pH 7,4,
20 ◦C).
auf die Enzyme nachweisen zu ko¨nnen [3, 183]. Dafu¨r kommen nur die CO2-induzierten Pul-
se in Frage. Daneben bietet die CO2-Anregung den Vorteil, dass das zugegebene Gas nach
und nach wieder aus der Subphase in die Atmospha¨re entweicht und der Druck somit in
den meisten Fa¨llen zu seinem urspru¨nglichen Gleichgewichtswert zuru¨ckkehrt. Bei der HCl-
Anregung ist dies nicht immer gegeben und wu¨rde somit die Aktivita¨tsmessung verfa¨lschen.
Abbildungen 5.10 zeigt zwei repra¨sentative Messkurven einer PLA2-Puls-Wechselwirkung.
Sowohl in (a) als auch in (b) fa¨llt der Druck anfangs linear ab. Die ankommenden Pulse
modulieren im weiteren Verlauf den Lateraldruck der Grenzschicht. Nachdem die Monolage
vollsta¨ndig relaxiert ist, nimmt der Lateraldruck mit na¨herungsweise der selben Steigung ab,
wie zu Beginn des Experiments. Vergleicht man indes den laut Referenzmessungen zu erwar-
tenden linearen Druckabfall mit den tatsa¨chlichen Messkurven, so ergibt sich aufgrund der
Pulse eine verlangsamte Degradation der Lipidschicht. Der Druck geht nach den Pulsen nicht
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mehr auf die theoretisch zu erwartende Linie zuru¨ck (siehe Abbildung 5.10). Diese Beobach-
tungen sind stichhaltig, da mo¨gliche Messfehler nur zu einer Unterbewertung des Pulseffektes
fu¨hren ko¨nnen. In wenigen Fa¨llen kehrt der Druck nach einer Gasanregung nicht mehr ganz
auf den Gleichgewichtswert zuru¨ck. Dies wu¨rde sich folglich gegensa¨tzlich zum Pulseffekt
auswirken.
5.2.4. Diskussion
Im Gegensatz zum chromophoren Reaktionsnachweis der AChE kann im Fall der PLA2 der
Pulseffekt auf die Reaktion nicht
”
live“ verfolgt werden. Deshalb kann auch nicht u¨berpru¨ft
werden, ob die Enzymaktivita¨t wa¨hrend des Pulses biphasisch moduliert wird. Nur die inte-
grierte Wirkung der Pulse auf die Enzyme ist nach der Relaxation sichtbar: eine Verlangsa-
mung des Substratumsatzes. Dies ist nicht mit der pH-Abha¨ngigkeit der PLA2 zu erkla¨ren, da
das pH-Optimum des Enzyms in etwa bei pH 8 liegt [184]. Die Expansionspulse induzieren eine
lokale pH-Erho¨hung, was zu ho¨heren katalytischen Raten fu¨hren sollte. Laut Literatur reagie-
ren die Enzyme aber ebenfalls sehr sensitiv auf Druck- und Oberfla¨chenpotentiala¨nderungen
[182, 181, 156, 157]. Daher liegt es nahe, dass diese kontra¨r zum pH-Effekt auf das Enzym
wirken ko¨nnen. Die Abnahme der katalytischen Rate geht also vermutlich auf die pulsinduzier-
te mechanische und elektrische Zustandsa¨nderung der Enzyme und deren lokaler Umgebung
zuru¨ck.
Im abschließenden Abschnitt werden die wichtigsten Erkenntnisse der Puls-Enzym-Expe-
rimente noch einmal zusammengefasst und die Folgen fu¨r biologische Systeme diskutiert.
5.3. Zusammenfassung
Die Ergebnisse in diesem Kapitel belegen erstmals, dass akustische Pulse die Funktion von
Proteinen in Grenzschichten beeinflussen. Im Fall der Acetylcholinesterase modulieren die
sa¨ureinduzierten Pulse die Enzymaktivita¨t biphasisch. In der Expansionsphase nimmt die
katalytische Rate der Enzyme um bis zu einer Gro¨ßenordnung zu, wa¨hrend in der Kondensa-
tionsphase praktisch kein Substratabbau mehr stattfindet. Die Pulsanregung durch n-Hexan
bewirkt dagegen nur ein monophasisches Abbremsen der Enzymkatalyse. Als mo¨glicher Er-
kla¨rungsansatz fu¨r dieses unterschiedliche Verhalten kommen die wa¨hrend der Katalyse frei-
gesetzten Protonen in Betracht. Zusammen mit den von den Lipidko¨pfen wa¨hrend des Pulses
abgegebenen Protonen, kann dies in der Relaxationsphase der Grenzschicht zu einem lokalen
Protonenu¨berschuss fu¨hren und somit die Reaktion verzo¨gern. Im umgekehrten Fall der Kon-
densationspulse nimmt der pH an der Grenzschicht zuerst ab, was folglich zur Enzymhemmung
fu¨hrt. Danach steigt der Grenzfla¨chen-pH wieder an und kehrt, genau wie die katalytische Ra-
te des Enzyms, auf seinen urspru¨nglichen Gleichgewichtswert zuru¨ck. Demnach tritt bei den
Kondensationspulsen ein monophasischer Effekt auf.
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Die Experimente mit dem Enzym Phospholipase A2 illustrieren die Universalita¨t dieses
Pha¨nomens. Zwar kann in diesem Fall die Puls-Enzym-Wechselwirkung nicht direkt optisch
verfolgt werden, dafu¨r ergibt sich aber ein klarer
”
Netto-Effekt“: Die Pulse verlangsamen
den Abbau der Grenzschicht. Wie bereits angesprochen, repra¨sentieren die Pulse eine dyna-
mische Zustandsa¨nderung. Diese physikalischen Signale erfordern keinerlei Materialtransport
zur Propagation sowie zur Kommunikation. Im Prinzip ist aufgrund ihrer adiabatischen Natur
auch keine Energie fu¨r die Ausbreitung notwendig, wenngleich es in realen Systemen natu¨rlich
immer zu dissipativen Prozessen kommt. Proteine, die im Schallpfad der Pulse sitzen, erfahren
eine kurzzeitige A¨nderung ihres Zustands. Da thermodynamisch alle Observablen gekoppelt
sind, kommt es gleichzeitig zu lokalen Druck-, Potential-, pH- und Temperatura¨nderungen.
Die Sta¨rke der A¨nderungen ha¨ngt von der Pulsamplitude, dem aktuellen Zustand der lokalen
Proteinumgebung und den Eigenschaften des Proteins selbst ab. Demzufolge wird die Protein-
Puls-Wechselwirkung fu¨r jede Membran, jedes Protein und jede Anregung anders verlaufen.
Deshalb stellen die Pulse eine effektive und schnelle Mo¨glichkeit zur spezifischen Signaltrans-
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Die Abha¨ngigkeit freier Enzyme von a¨ußeren Parametern, wie beispielsweise pH-Wert, Tem-
peratur, Ionensta¨rke etc. ist genauestens dokumentiert. Gleichwohl liegt ein Großteil der
Enzyme in der Natur nicht frei gelo¨st vor, sondern ist Teil von quasi-zweidimensionalen
(Lipid-)Membranen. Diese biologischen Grenzschichten sind essentiell fu¨r das Leben. Jede Zel-
le verfu¨gt u¨ber Membranen, die sie von ihrer Umgebung trennen und in funktionelle Einheiten
unterteilen. Prinzipiell stellt aber auch die Hydrathu¨lle eines jeden Moleku¨ls eine Grenzschicht
dar. Folglich sind diese von fundamentaler Bedeutung fu¨r viele Lebensprozesse. Physikalisch
gesehen, ko¨nnen die ubiquita¨ren Grenzschichten als thermodynamisch unabha¨ngige Systeme
betrachtet werden, die statische und dynamische Zustandsa¨nderungen erlauben. Trotz der of-
fensichtlichen Relevanz, ist der Einfluss des thermodynamischen Zustands der Grenzschichten
auf die Pfeiler der Biochemie, die Enzyme, noch praktisch unerforscht. Dies bringt uns zur
eigentlichen Fragestellung dieser Arbeit: Welche Rolle spielt die Physik von Grenzfla¨chen fu¨r
die lokalen biochemischen Prozesse?
Um dem auf den Grund zu gehen, wurde in der vorliegenden Arbeit die Lipidmonola-
ge als experimentelles System auserkoren. Diese stellt ein einfaches Modell fu¨r Membranen
dar und ihr physikalischer Zustand kann mit Hilfe der Filmwaage gezielt manipuliert und
bestimmt werden. Mit dieser Methode wurde der Einfluss statischer und dynamischer Zu-
standsa¨nderungen auf Enzyme in Lipidmonolagen untersucht.
6.1. Einfluss statischer Zustandsa¨nderungen auf Enzyme
Komprimiert man eine Feder, so ist die beno¨tigte Kraft proportional zu ihrer Federkonstante.
Analog kann die quasi-statische Kompression bzw. Expansion einer Monolage betrachtet wer-
den. Die Federkonstante der Grenzschicht, die Kompressibilita¨t, variiert aber im Gegensatz
zur Feder stark. Eine große Kompressibilita¨t ist gleichbedeutend mit einer weichen Grenz-
schicht und kann mit Einsteins Formulierung des zweiten Hauptsatzes der Thermodynamik
auf hohe Fla¨chenfluktuationen zuru¨ckgefu¨hrt werden. Da alle Variablen der Grenzschicht
durch die Maxwell-Relationen gekoppelt sind, fluktuieren in diesem Fall auch alle anderen Va-
riablen stark (z. B. die Enthalpie und die Grenzfla¨chenladung). Eine geringe Kompressibilita¨t
entspricht im Umkehrschluss einer harten Grenzschicht und damit geringen Fluktuationen
des Systems.
Anhand einer Katalase-Monolage wurde demonstriert, dass die Enzyme genau dann am
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aktivsten sind, wenn ihre Kompressibilita¨t maximal wird. D. h. die katalytische Rate ist an
die Fluktuationen des Systems gekoppelt. Mit Hilfe des Enzyms Meerrettichperoxidase konn-
te gezeigt werden, dass dies auch dann noch gilt, wenn die Monolage nicht mehr rein aus
Enzymen gebildet wird, sondern aus einer Lipid-Enzym-Mischung. In diesem Fall reguliert
der Phasenzustand der gesamten Grenzschicht die Aktivita¨t der Enzyme. Im Phasenu¨bergang
der Grenzfla¨che nehmen die Fluktuationen sowie die katalytische Rate signifikant zu. Einen
mo¨glichen Erkla¨rungsansatz hierfu¨r bietet die Theorie von Konrad Kaufmann. Das Verhalten
der Grenzschicht wird im Rahmen dieser Theorie anhand eines gemeinsamen Entropiepoten-
tials beschrieben. Die Katalyse ergibt sich dann als Folge starker (
”
kritischer“) Fluktuationen
des Systems. Die Implikationen dieser Theorie wurden am Beispiel der Aktivierungsenergie
von Enzymen in Lipidmembranen behandelt. Dadurch erkla¨rt sich nicht nur der
”
Knick“ in
der Aktivierungsenergie von Enzymen in den verschiedenen Phasenzusta¨nden der Membran,
sondern auch das beobachtete Aktivita¨tsmaximum im Phasenu¨bergang.
Die Korrelation zwischen der Enzymaktivita¨t und den Grenzfla¨chenfluktuationen beruht
bisher allein auf makroskopischen Messungen. Zuku¨nftig gilt es deshalb, diese Korrelation
durch mikroskopische Messungen
”
sichtbar“ zu machen. Ein probates Mittel hierfu¨r ko¨nnte
die Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie darstellen. Durch geeignetes
”
Labeling“ der Enzyme
bzw. des Substrats ko¨nnen damit die Fluktuationen des Systems sowie der Substratabbau in
Echtzeit optisch verfolgt und Ru¨ckschlu¨sse u¨ber die molekularen Prozesse und Zeitskalen ge-
zogen werden. Ein weiterer wichtiger Punkt ist die Frage, ob der Zusammenhang zwischen den
Fluktuationen und der Rate auf alle Katalysatoren ausgeweitet werden kann. Dafu¨r mu¨sste
zuku¨nftig eine Methode gefunden werden, die es erlaubt die Grenzfla¨chenfluktuationen von
Katalysatoren zu vera¨ndern und zu messen. Experimente mit akustischen Oberfla¨chenwellen
auf Festko¨rperkatalysatoren weisen darauf hin, dass deren Oberfla¨chenzustand ebenfalls we-
sentlich die katalytische Rate beeinflusst [185].
6.2. Dynamische Zustandsa¨nderungen in Lipidmonolagen
Die Signaltransduktion von Zellen geho¨rt zu den Themengebieten der Biologie, an denen
am meisten geforscht wird. Die Forschungsanstrengungen fließen hierbei vor allem in die
Strukturaufkla¨rung von Kanal- und Rezeptorproteinen und deren molekulare Wechselwir-
kung mit Signalmoleku¨len. Die dynamischen Eigenschaften von biologischen Grenzschichten
spielen hingegen noch keine Rolle. Um diese besser zu verstehen, wurden Experimente an Li-
pidmonolagen durchgefu¨hrt. Dabei wurde erstmals gezeigt, dass eine lokale pH-Erniedrigung
an Lipidmonolagen Pulse auslo¨sen kann. Die Anregung der Schicht konnte mittels dem Ein-
satz verschiedener Brønsted-Sa¨uren auf die Protonierung der Lipidkopfgruppen zuru¨ckgefu¨hrt
werden. Die Protonierung ist auf ein Anregungsfenster beschra¨nkt, das durch den pKS-Wert
der Lipide vorgegeben wird.
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Mit einer lokalen Temperatura¨nderung wurde belegt, dass im Grunde alle Variablen der
Grenzschicht in der Lage sind Pulse hervorzurufen. Dies steht jedoch immer unter der Vor-
aussetzung, dass die A¨nderung der Variablen ausreichend stark und genu¨gend schnell von-
stattengeht. Die Ausbreitungsgeschwindigkeit der Pulse ha¨ngt von der Kompressibilita¨t der
Grenzschicht ab. Dies ist ein typisches Merkmal fu¨r akustische Wellenpha¨nomene. Demnach
breiten sich die Pulse adiabatisch u¨ber die gesamte Grenzschicht aus, wobei die Entropie des
Gesamtsystems erhalten bleibt. Die Pulse entsprechen einer propagierenden reversiblen Zu-
standsa¨nderung der Grenzschicht, die alle messbaren Variablen des Systems mit einschließt.
Die induzierten lokalen A¨nderungen sind mechanisch, elektrisch und chemisch und in Pha-
se miteinander gekoppelt. Durch die lokale Zugabe von Sa¨ure kondensiert die Monolage an
der Anregungsstelle und eine Expansionsfront breitet sich aus (mechanisch). Diese impliziert
gleichzeitig eine Verringerung der Oberfla¨chenladungsdichte (elektrisch), wodurch ein Teil der
gebundenen Protonen an der Grenzschicht in die Subphase u¨bergeht und sich der pH-Wert
der Grenzfla¨che erho¨ht (chemisch). Aufbauend auf diesen Ergebnissen wurde ein neues Modell
fu¨r die spezifische Signaltransduktion durch akustische Pulse vorgeschlagen.
Besonders interessant fu¨r zuku¨nftige Untersuchungen ist, ob die pH-Anregung von Grenz-
fla¨chen durch Enzyme bewerkstelligt werden kann und ob sich die Pulse auch in natu¨rlichen
Systemen nachweisen lassen. Ein spannendes Forschungsobjekt hierfu¨r ist der synaptische
Spalt. Er unterliegt schnellen lokalen pH-A¨nderungen durch die Acetylcholinesterase. Daher
ergibt sich die Frage, ob die Nervenreizleitung eventuell durch die Ansa¨uerung des Spalts
induziert wird und falls ja, ob die propagierenden Aktionspotentiale nur eine spezielle Form
von akustischen Pulsen sind.
6.3. Einfluss dynamischer Zustandsa¨nderungen auf Enzyme
Der letzte Teil der Arbeit war der Frage gewidmet, ob die Pulse einen Effekt auf membran-
gebundene Enzyme besitzen und folglich, ob die akustischen Pulse tatsa¨chlich zur Signal-
transduktion eingesetzt werden ko¨nnen. Dafu¨r wurden die Enzyme Acetylcholinesterase und
Phospholipase A2 verwendet. Der Substratabbau durch die Acetylcholinesterase konnte gleich-
zeitig mit der Pulsausbreitung anhand eines kolorimetrischen Nachweises verfolgt werden.
Wie die Ergebnisse eindeutig belegen, fu¨hrt die Interaktion der pH-induzierten Pulse mit den
Enzymen zu einer (biphasischen) A¨nderung der Enzymaktivita¨t. Wa¨hrend die Grenzschicht
lokal durch den Puls expandiert wird, spaltet das Enzym bis zu neunmal mehr Substratmo-
leku¨le pro Sekunde als zuvor. In der nachfolgenden Kondensation der Lipidmonolage zuru¨ck
ins Gleichgewicht stoppt die Katalyse hingegen fast vollsta¨ndig. Eine Mo¨glichkeit um dieses
Verhalten zu erkla¨ren, stellen die durch die katalytische Reaktion zusa¨tzlich frei werdenden
Protonen dar. Diese Protonen addieren sich zu den durch den Puls freigesetzten Protonen.
In der Relaxationsphase liegt somit ein lokaler Protonenu¨berschuss an der Grenzschicht vor
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und die Katalyse wird gehemmt.
Die Phospholipase A2 wird ebenfalls von den Pulsen beeinflusst. In diesem Fall bildet
die Lipidmonolage nicht nur die Grenzschicht, sondern ist zusa¨tzlich noch Substrat und Re-
aktionsnachweis in einem. Im Gleichgewicht fu¨hrt der Abbau der Lipidmonolage durch das
Enzym zu einem linearen Abfall des Lateraldrucks. Durch die Pulse verzo¨gert sich dagegen
der Abbau der Schicht. Die Enzyme werden somit durch den Puls ausgebremst.
Die betrachteten Enzym-Puls-Wechselwirkungen verdeutlichen, dass die Pulse tatsa¨chlich
als Mittel fu¨r die Signaltransduktion in Zellen in Frage kommen. Zuku¨nftige Experimente
ko¨nnten langfristig darauf abzielen Puls-Protein-Wechselwirkungen direkt in Zellen nachzu-
weisen. Eine mittelfristige Alternative wa¨re die
”
Imitation“ dieser natu¨rlichen Systeme. So
ist beispielsweise die Funktion von Mikrodoma¨nen seit einigen Jahren ein ha¨ufig diskutiertes
Forschungsthema. Diese ko¨nnten in Anbetracht der gewonnenen Erkenntnisse ein Instrument
der Zellen sein, um Puls-Protein-Wechselwirkungen spezifisch zu steuern. Diese Hypothe-
se ko¨nnte beispielsweise anhand von Lipidmischungen auf einer Filmwaage nachgestellt und
u¨berpru¨ft werden. Trotz alledem bleibt die Frage wie bzw. weshalb sich biologische Membra-
nen so einstellen sollten, dass sie sensitiv auf Zustandsa¨nderungen reagieren. Einen mo¨glichen
Erkla¨rungsansatz hierzu liefert die Kopplung von Zustand und enzymatischer Aktivita¨t, wel-





Das Ziel dieser Arbeit war es zu zeigen, dass der Physik eine tragende Rolle fu¨r biochemische
Vorga¨nge an Grenzschichten zukommt. Grenzschichten bilden eigensta¨ndige thermodynami-
sche Systeme, die weitgehend entkoppelt vom dreidimensionalen Bulk sind. Demzufolge kann
ihr Zustand bzw. dessen A¨nderung mit Hilfe eines eigenen Entropiepotentials beschrieben
werden. Im Falle, dass Enzyme Teil der Grenzschicht sind, wird die Reaktionskoordinate
der katalysierten Reaktion ξ zu einer Variablen der Entropie (S(n1, n2, ..., ξ)). Aufgrund der
thermodynamischen Kopplung aller Observablen, nimmt die Enzymaktivita¨t genau dann ein
Maximum an, wenn das Gesamtsystem maximal fluktuiert. Da diese
”
kritischen“ Bereiche
nur sehr selten auftreten, korreliert die hohe Spezifita¨t dieses Zustands mit der großen Rate.
Folglich kommt dem Zustand des Gesamtsystems eine regulative Funktion zu.
Gleichzeitig mu¨ssen die quasi-zweidimensionalen Systeme, in Analogie zum Schall in 3D,
dynamische Prozesse erlauben. Lokale Sto¨rungen des Gleichgewichts fu¨hren, wie hier expe-
rimentell besta¨tigt, zu propagierenden Pulsen. Diese stellen wiederum eine kurzzeitige Zu-
standsa¨nderung dar und mu¨ssen somit die Funktion gebundener Proteine beeinflussen. Offen
bleibt bisher, ob Proteine ebenfalls Pulse auslo¨sen ko¨nnen. Sollte dies tatsa¨chlich der Fall
sein, so erga¨be sich die zweidimensionale Signaltransduktion in biologischen Grenzschichten
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als reine Konsequenz des zweiten Hauptsatzes der Thermodynamik.
Es bleibt spannend, welche u¨berraschenden Eigenschaften und Funktionen Grenzschichten




A.1. Referenzmessungen zum Pyrogallol-Assay
Die Autokatalyse des Pyrogallols fu¨hrt dazu, dass die Intensita¨t wa¨hrend der 20 minu¨tigen
Messung um etwa zwei Prozent abnimmt (siehe Abbildung A.1a). Sind dagegen Enzyme
vorhanden, so a¨ndert sich die Intensita¨t im selben Zeitraum deutlich sta¨rker (um mehr als
20 % vgl. Abbildung A.1b). Von daher kann der Einfluss der Autokatalyse auf die Messungen
vernachla¨ssigt werden. Die Messung in Abbildung A.1b wird bei einem festen Lateraldruck
von 15 mN/m durchgefu¨hrt und der Abbau des Pyrogallols spektrometrisch aufgezeichnet.
Wie nach dem Lambert-Beerschen-Gesetz zu erwarten, nimmt die Transmission exponentiell
mit der Konzentration des Produkts ab. D. h. die Aktivita¨t ist na¨herungsweise konstant.
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Abbildung A.1.: Referenzmessungen mit dem Pyrogallol-Assay: (a) Die Autokatalyse des
Substrats fu¨hrt in einem Zeitraum von 20 Minuten zu einer Inten-
sita¨tsa¨nderung von ca. 2 %. Dieser Wert ist u¨ber einen Faktor 10 klei-
ner, als bei der Anwesenheit von Enzymen. Von daher kann der Einfluss
der Autokatalyse auf die Messkurven vernachla¨ssigt werden. (b) Typi-
sche Intensita¨tsmessung fu¨r eine aktive Katalasemonolage bei festem La-
teraldruck (15 mN/m). Die Intensita¨t fa¨llt exponentiell ab. Folglich ist die
Aktivita¨t der Enzyme bei festem Lateraldruck na¨herungsweise konstant
(100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, 20 ◦C, pH 6,9, 0,1 M H2O2, 5 mM
Pyrogallol).
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A.2. Einbau der Meerrettichperoxidase in eine DPPG-Monolage
Um nachzuweisen, dass sich die Meerrettichperoxidase in Lipidschichten einbaut, wird sie auf
eine DPPG-Monolage zugegeben. Dies induziert einen irreversiblen Anstieg des Lateraldrucks
(siehe Abbildung A.2). Demzufolge bindet das Enzym an die Grenzschicht und kann daher
als Teil dieses thermodynamischen Systems beschrieben werden.




















Abbildung A.2.: Einbau von HRP in eine DPPG-Monolage: Die Zugabe von 5 µl HRP-
Lo¨sung (10 mg/ml) auf eine DPPG Monolage fu¨hrt zu einem irreversiblen
Druckanstieg von ca. 0,1 mN/m. Daraus kann gefolgert werden, dass zu-
mindest ein Teil der Enzyme an die DPPG-Monolage bindet (100 mM
NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, 20 ◦C, pH 7,0).
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A.3. Zusammenhang zwischen der Aktivita¨t und den
Fluktuationen der Acetylcholinesterase
Mit Hilfe der Rasterkraftmikroskopie werden die Ho¨henfluktuationen von einzelnen Acetyl-
cholinesterase-Moleku¨len wa¨hrend der Katalyse auf einer Mica-Oberfla¨che pH-abha¨ngig un-
tersucht. Die mittleren Fluktuationen und die zugeho¨rige Standardabweichung sind in Ab-
bildung A.3 gegen die Aktivita¨t der Enzyme bei verschiedenen pH-Werten aufgetragen. Ten-
denziell zeigen beide einen a¨hnlichen Verlauf, aber die große Standardabweichung la¨sst leider
keine definitive Aussage zu. Details zur Messung und zur Auswertung finden sich in [187].



































Abbildung A.3.: Aktivita¨t und Ho¨henfluktuationen der Acetylcholinesterase bei verschie-
denen pH-Werten im Vergleich.
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A.4. Referenzmessungen zur Pulsanregung
Um auszuschließen, dass die Anregung mit HCl oder CH3COOH zu Artefakten bei der Druck-
messung fu¨hren, werden Referenzmessungen auf einer reinen Wasseroberfla¨che durchgefu¨hrt
(siehe Abbildung A.4a). Zugleich wird u¨berpru¨ft ob das Tra¨gergas N2 selbst schon einen Ef-
fekt auf die reine Wasserschicht und/oder auf Lipidmonolagen besitzt (siehe Abbildung A.4b).





















































Abbildung A.4.: Referenzmessungen zur Sa¨ureanregung von Lipidmonolagen: (a) Zuga-
be von HCl (oben) und CH3COOH (unten) mittels der Gasanregung auf
eine reine Wasserschicht (Anregung nach 3 s). Der Lateraldruck wird da-
durch nicht beeinflusst. (b) Stickstoffanregung einer reinen Wasserschicht
(oben) und einer DMPS-Monolage (Anregung nach 3 s). Auch hier ist kein
Effekt nachweisbar (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, 20 ◦C, pH 7,0,




A.5. HCl- und CO2-Anregung von Grenzfla¨chen
Starke Anregungen mit Salzsa¨ure fu¨hren zu zeitlich langgestreckten Relaxationsphasen der
Grenzschicht (siehe Abbildung A.5a). Die Relaxationszeit ist durch die Diffusion der Protonen
und die Konzentration an Puffermoleku¨len bestimmt. Erst wenn der lokale pH-Wert wieder
seinen Gleichgewichtswert erreicht, geht der Lateraldruck auf seinen Anfangswert zuru¨ck.
Im Gegensatz dazu ist die extrem lange Relaxationszeit von CO2-induzierten Pulsen auf
die langsame Umwandlung von CO2 selbst zuru¨ckzufu¨hren (siehe Abbildung A.5b). Wa¨hrend
die Grenzschicht bereits relaxiert, reagiert an der Anregungsstelle weiterhin CO2 zur einfach
dissoziierten Kohlensa¨ure und erniedrigt damit den Lateraldruck. Aus dem Fit der Relaxati-
onsphase von fu¨nf unabha¨ngigen Messungen ergibt sich als durchschnittliche Umwandlungs-
rate von CO2: k =(0,038± 0,005) s−1. Dieser Wert passt hervorragend zu Literaturdaten
(∼ 0,037 s−1) [133].












































Abbildung A.5.: Sa¨ureanregungen einer DMPS-Monolage: (a) Starke HCl-Anregungen zie-
hen lange Relaxationszeiten der Grenzschicht nach sich. Diese werden
durch die Diffusion der Protonen und die Pufferkonzentration in der Sub-
phase bestimmt (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, 20 ◦C, 0,5 bar
HCl-Anregung). (b) Die lange Relaxationszeit von CO2-induzierten Pul-
sen ist durch die Umwandlungsrate der CO2-Moleku¨le vorgegeben (10 mM




Die Kollision von pH-induzierten Pulsen fu¨hrt zu einer linearen U¨berlagerung. Dieser Effekt
tritt in der flu¨ssig-kondensierten Phase der DMPS-Monolage ebenso auf, wie in der flu¨ssig-
expandierten Phase bei pH 5 (siehe Abbildung A.6).














































Abbildung A.6.: Kollision von Pulsen in einer DMPS-Monolage: Die berechnete Kollisions-
kurve fu¨r eine lineare U¨berlagerung stimmt sehr gut mit der gemesse-
nen Pulskollision u¨berein. In (a) ist dies anhand eines Experiments in
der flu¨ssig-kondensierten Phase einer DMPS-Monoschicht veranschaulicht
(pH 7) und in (b) fu¨r den Fall einer flu¨ssig-expandierten Phase bei pH 5
(100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, 20 ◦C, 0,5 bar HCl-Anregung).
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A.7. Abha¨ngigkeit des Fluoreszenzsignals IV vom Lateraldruck und
pH-Wert der Subphase
Wie Abbildung A.7 zeigt, ha¨ngt das gemessene Intensita¨tsverha¨ltnis des Fluoreszenzfarbstof-
fes Oregon Green 488 (IV =
I535 nm
I605 nm
) in einer DMPS-Monolage deutlich sta¨rker vom pH-Wert
der Subphase, als vom Lateraldruck der Grenzschicht, ab. Im Bereich von etwa 5 bis 15 mN/m
ist IV bei festem pH na¨herungsweise konstant. In diesem Lateraldruckbereich reagiert IV prak-
tisch nur auf pH-A¨nderungen.








pH 6.5 pH 7 pH 7.5
Abbildung A.7.: Zusammenhang zwischen Lateraldruck, pH-Wert und der Fluoreszenz
von Oregon Green 488: IV zeigt eine starke pH-Abha¨ngigkeit, wa¨hrend
der Lateraldruck nur bei sehr niedrigen (<5 mN/m) bzw. hohen Werten
(>15 mN/m) einen merklichen Effekt auf IV besitzt (100 mM NaCl, 10 mM




Bei sta¨rkeren Anregungen und/oder einer niedrigeren Pufferkonzentration ko¨nnen Pulse mit
Amplituden > 100 mV ausgelo¨st werden (siehe exemplarisch Abbildung A.8). Dies fu¨hrt
folglich zu einer starken A¨nderung des elektrischen Feldes u¨ber die Grenzschicht in der
Gro¨ßenordnung von 105 V/m. Viele Proteine verfu¨gen u¨ber Dipolmomente und werden daher
mit Sicherheit mit dem Puls interagieren.






































Abbildung A.8.: Mit dem verwendeten Aufbau ko¨nnen durch sta¨rkere Anregungen,
niedrigere Pufferkonzentrationen und/oder kleinere Systemgro¨ßen Ober-
fla¨chenpotentialpulse mit Amplituden von u¨ber 100 mV erregt werden
(10 mM NaCl, 1 mM Phosphatpuffer, pH 7, 20 ◦C, 1,0 bar).
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A.9. Aktivita¨t der Acetylcholinesterase im isothermen Fall
Bei isothermer Kompression bzw. Expansion einer DMPS-Monolage mit inkorporierter Ace-
tylcholinesterase ist die Enzymaktivita¨t anna¨hernd konstant (siehe Abbildung A.9). Dies ist
an der na¨herungsweise linearen Intensita¨tsabnahme der beiden Graphen zu erkennen. Dem-
nach kann die beobachtete biphasische Enzymaktivita¨t wa¨hrend eines Pulses nicht durch
isotherme Messungen erkla¨rt werden.



































































Abbildung A.9.: Aktivita¨t der Acetylcholinesterase bei isothermer Zustandsa¨nderung: Als
Teil einer DMPS-Monoschicht werden die Enzyme quasi-statisch kompri-
miert (Fall (a)) bzw. expandiert (Fall (b)). In beiden Fa¨llen nimmt die
Intensita¨t in erster Na¨herung linear ab, d. h. die Aktivita¨t der Acetylcho-
linesterase ist konstant. Folglich kann die pulsinduzierte biphasische Ka-
talyserate der Enzyme nicht durch quasi-statische Prozesse beschrieben
werden (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, 2 mM Acetylthiocholin,




Die CO2-induzierten Pulse fu¨hren zu einer klaren biphasischen Enzymaktivita¨t. Wa¨hrend
der Expansionsfront nimmt die katalytische Rate stark zu, was durch den rapiden Inten-
sita¨tsabfall erkennbar wird. In der Relaxationsphase bauen die Enzyme hingegen kaum mehr
Substratmoleku¨le ab.



































































Abbildung A.10.: Acetylcholinesterase-CO2-Puls-Wechselwirkung: (a) Das Inten-
sita¨tssignal weist auch bei dieser CO2-Anregung einen biphasischen
Verlauf auf. Noch besser als mit dem Drucksignal korreliert die Aktivita¨t
der Enzyme aber wiederum mit dem gemessenen Oberfla¨chenpotential
(siehe (b)) (10 mM NaCl, 1 mM Phosphatpuffer, pH 6,5, 25 ◦C, 2 mM




Wa¨hrend der Ausbreitung der Hexan-induzierten Pulse nimmt die Enzymaktivita¨t kurzzeitig
stark ab. Dies wird durch den quasi horizontalen Verlauf des Intensita¨tssignals in Abbil-
dung A.11 deutlich. Sobald das System wieder ins Gleichgewicht gelangt, steigt auch die
Aktivita¨t auf ihren fru¨heren Wert an. Das Oberfla¨chenpotential in diesem Beispiel kehrt al-
lerdings nicht auf seinen vorherigen Gleichgewichtswert zuru¨ck. Dies ist auf eine konvektive
Verschiebung der Monolage zuru¨ckzufu¨hren und nicht auf einen Pulseffekt.


































































Abbildung A.11.: Acetylcholinesterase-Hexan-Puls-Wechselwirkung: In (a) ist ein Experi-
ment zum Effekt der Kondensationspulse auf die Enzyme dargestellt. Die
Intensita¨t sinkt wa¨hrend des Pulses deutlich langsamer ab als zuvor. Der
Puls hemmt also kurzzeitig die Enzyme. In (b) ist zusa¨tzlich noch das
Oberfla¨chenpotential aufgetragen (10 mM NaCl, 1 mM Phosphatpuffer,
pH 6,5, 25 ◦C, 2 mM Acetylthiocholin, 2 mM DTNB, Anregung 15 s).
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B. Methodische Details
Die Experimente auf der Filmwaage werden nach folgendem Ablauf durchgefu¨hrt:
1. Abreiben des Troges mit Isopropanol.
2. Falls die Kelvin-Sonde zum Einsatz kommt, wird die Referenzelektroden-Platte mit
Ethanol, Isopropanol und Reinstwasser gereinigt und in die Subphase eingelegt. Die
Kelvin-Sonde selbst wird nur mit Isopropanol abgespu¨lt.
3. Falls zusa¨tzliche Barrieren fu¨r die Experimente beno¨tigt werden, werden diese ebenfalls
mit Ethanol, Isopropanol und Reinstwasser gereinigt und im Trog positioniert.
4. Nun werden die Wilhelmy-Pla¨ttchen an die beiden Kraftsensoren eingeha¨ngt.
5. Anschließend wird der Trog mit Reinstwasser gefu¨llt und das Wasser wieder abgesaugt.
Dieser Vorgang ist dreimal zu wiederholen damit eine saubere Filmwaage gewa¨hrleistet
werden kann.
6. Danach wird die vorbereitete Versuchslo¨sung (z. B. eine Pufferlo¨sung) in den Trog ge-
geben. Es ist zu empfehlen auch hier wieder einen Teil der Lo¨sung abzusaugen (am
besten direkt von der Oberfla¨che), um Verunreinigungen der Wasser-Luft-Grenzfla¨che
vorzubeugen.
7. Die Kelvin-Sonde wird nun auf ca. 1 mm Abstand zur Wasseroberfla¨che heruntergefah-
ren.
Damit sind die Vorbereitungen abgeschlossen. Je nach Experiment variiert ab diesem Zeit-
punkt die weitere Vorgehensweise. Deshalb werden die experimentellen Details nach den zu-
geho¨rigen Kapiteln aufgetrennt:
Regulation von Enzymaktivita¨t u¨ber den Zustand der Grenzschicht
Katalase
1. Mit der von Sigma-Aldrich erworbenen Katalase (EC Number 232-577-1) wird eine
Enzymlo¨sung mit 137 mM NaCl, 2,7 mM KCl und 12 mM Phosphatpuffer bei einem pH
von 7,4 hergestellt und auf eine Endkonzentration von 10 mg/ml eingestellt.
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2. Anschließend werden 7,5 µl der Enzymlo¨sung auf die Wasseroberfla¨che der Filmwaage
gegeben (100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer, pH 6,9, Fla¨che 300 cm2).
3. Nachdem kein weiterer Druckanstieg festgestellt werden kann (nach ca. 1 h), wird die
Reaktion durch die Zugabe von Pyrogallol (Endkonzentration 5 mM) und H2O2 (End-
konzentration 0,1 M) gestartet.
4. Die quasi-statischen Messungen werden bei verschiedenen Temperaturen mit Kompres-
sions- bzw. Expansionsgeschwindigkeiten von 5− 20 cm2/min durchgefu¨hrt.
5. Die Aktivita¨t der Enzyme kann mit dem kolorimetrischen Assay bei einer Wellenla¨nge
von ca. 410 nm bestimmt werden.
Meerrettichperoxidase
1. Die Meerretichperoxidase stammt von Sigma-Aldrich (EC Number 232-668-6) und wird
in einer Lo¨sung mit 137 mM NaCl, 2,7 mM KCl und 12 mM Phosphatpuffer bei einem
pH von 7,4 auf eine Endkonzentration von 10 mg/ml eingestellt.
2. Durch die Zugabe von etwa 5 µl einer Lipidlo¨sung (DMPS, DPPG; c = 10 mg/ml) auf
die Oberfla¨che der Subphase bestehend aus 100 mM NaCl und 10 mM Phosphatpuffer
(Fla¨che ∼ 100 cm2), wird im linken Teil der Filmwaage eine Lipidmonolage hergestellt
(Aufbau siehe Abbildung 3.7).
3. Anschließend werden dort bei einem Druck von ca. 10 mN/m 10 µl der Enzymlo¨sung
zugegeben und verteilt.
4. Nach 15 Minuten Einwirkzeit werden die Barrieren bei gleichbleibendem Abstand zur
Filmwaagenmitte gefahren.
5. Die Reaktion wird durch die Zugabe von Pyrogallol (Endkonzentration 5 mM) und H2O2
(Endkonzentration 0,1 M) gestartet.
6. Die Isothermen werden bei verschiedenen pH-Werten in der Subphase sowie ver-
schiedenen Temperaturen mit Kompressions- bzw. Expansionsgeschwindigkeiten von
1− 20 cm2/min aufgezeichnet.
7. Die Aktivita¨t der Enzyme kann mit dem kolorimetrischen Assay bei einer Wellenla¨nge
von ca. 410 nm bestimmt werden.
Erregung und Ausbreitung von Pulsen in Grenzschichten
1. Fu¨r die Pulsexperimente wird durch die Zugabe von ca. 5 µl einer Lipidlo¨sung (DMPS,
DPPG, DPPC; c = 10 mg/ml) eine Monolage auf die Wasseroberfla¨che gespreitet (Fla¨che
≈ 300 cm2).
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2. Bei den HCl-induzierten und den temperaturinduzierten Pulsen wird eine Versuchslo¨-
sung mit der folgenden Zusammensetzung verwendet: 100 mM NaCl, 10 mM Phosphat-
puffer.
3. Fu¨r die CO2-induzierten Pulse wurde dagegen eine Versuchslo¨sung mit der folgenden
Zusammensetzung eingesetzt: 10 mM NaCl, 1 mM Phosphatpuffer.
4. Fu¨r die Pulsanregung werden 50 ml N2 mit einem Druck von 0,02-0,5 bar durch die Gas-
phase einer 32%igen Salzsa¨ure bzw. einer 100%igen Essigsa¨ure Lo¨sung geleitet (Setup
siehe Abbildung 4.2).
5. Im Fall der CO2-Anregung wird hingegen kein Tra¨gergas verwendet. Zur Anregung
stro¨men 50 ml des reinen Kohlenstoffdioxids bei Dru¨cken zwischen 0,1-1,0 bar auf die
Lipidmonolage aus (Setup siehe Abbildung 4.2).
Puls-Enzym-Wechselwirkung
Die Lipidmonolage bei den Enzym-Puls-Experimenten wird durch die Zugabe von ca. 5 µl
einer DMPS-Lo¨sung (c = 10 mg/ml) auf die Wasseroberfla¨che gebildet (Fla¨che ca. 200 cm2).
Acetylcholinesterase
1. Auf die Lipidmonolage werden bei einem Druck von etwa 10 mN/m im linken Teil der
Monoschicht 3 µl einer Acetylcholinesterase-Lo¨sung (c = 68 µg/ml) zutitriert (Aufbau
siehe Abbildung 5.1). Die verwendete AChE stammt aus einem Zitterrochen (torpedo
californica) und wurde am Lehrstuhl von Prof. Silman am Weizmann Institut aufgerei-
nigt.
2. Bei der HCl-Anregung besteht die Subphase aus 100 mM NaCl, 10 mM Phosphatpuffer,
2 mM DTNB und 2 mM Acetylthiocholin. Die Anregung erfolgt mit 0,5 bar.
3. Fu¨r die CO2-Anregung wird dagegen folgende Versuchslo¨sung verwendet: 10 mM NaCl,
1 mM Phosphatpuffer, 2 mM DTNB und 2 mM Acetylthiocholin. Zur Anregung wird
mit Hilfe eines Massendurchflussreglers ein CO2-Fluss von 150 ml/min eingestellt und
fu¨r 15 s auf die Monoschicht geleitet.
4. Fu¨r die Anregung der Kondensationspulse wird ein N2-Fluss von 150 ml/min eingestellt
und fu¨r 15 s durch die Gasflasche einer 100%igen Hexanlo¨sung geleitet. Die Zusammen-
setzung der Subphase entspricht der CO2-Anregung.
5. Die Aktivita¨t der Enzyme kann mit dem kolorimetrischen Assay bei einer Wellenla¨nge




1. Fu¨r die PLA2-Puls-Experimente wird die Phospholipase A2 von Sigma-Aldrich einge-
setzt (EC number 232-637-7).
2. Bei einem festen Lateraldruck werden im linken Teil der Monoschicht 5 µl der PLA2-
Lo¨sung (c = 67 mg/ml) zugegeben (Aufbau siehe Abbildung 5.1).
3. Die CO2-Anregung erfolgt mit 0,5 bar bei einem Volumen von 50 ml.
4. Die Aktivita¨t der Enzyme kann aus der Abnahme des Lateraldrucks berechnet werden.
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